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 RESUMO GERAL 
 
Salinidade é um importante componente do meio ambiente que pode 
influenciar a estrutura e a função das comunidades de gramas marinhas. 
Especialmente quando expostas a mudanças de salinidade, tais 
comunidades sofrem estresse osmótico, traduzindo-se em alterações 
morfológicas e fisiológicas. Halodule wrightii Ascherson é uma grama 
marinha de grande relevância ecológica e com ampla distribuição na 
zona costeira tropical e subtropical, sendo encontrada também em 
ambientes estuarinos. A espécie prefere áreas com salinidades próximas a 
35, no entanto, esta consegue suportar condições de salinidade adversas. 
Dessa forma, H. wrightii constitui um excelente material para 
identificação de mecanismos celulares e fisiológicos envolvidos com a 
resistência a esse estresse abiótico. Utilizando a espécie H. wrightii 
como modelo, a presente pesquisa tem como objetivo principal 
determinar os efeitos de diferentes salinidades sobre os mecanismos 
adaptativos e efeitos biológicos na organização celular, parâmetros 
bioquímicos e morfometria das estruturas vegetativas (raiz, rizoma e 
lâmina foliar) desta grama marinha. Para isso, as plantas foram cultivadas 
por 21 dias nas salinidades 25, 35 e 45. A espécie apresentou diversas 
alterações celulares e bioquímicas sob estresse hipo e hipersalino. Estas 
alterações ocorreram em todos os órgãos vegetativos da planta, mas 
principalmente na lâmina foliar. Na raiz, a salinidade 45 levou a um 
aumento na sua espessura e na quantidade de pelos radiculares, os quais 
também devem aumentar a barreira ao fluxo radial de íons. Na lâmina 
foliar observou-se mais hidropótios em amostras expostas à salinidade 
45 com aumento das invaginações da membrana plasmática e parede 
celular, que aumentam a área superficial, facilitando as trocas com o 
ambiente. Estas invaginações também foram observadas nas outras 
células epidérmicas da lâmina foliar de todas as amostras, em menores 
proporções, foram observadas nas amostras da salinidade 25. Em 
particular, observou-se uma retração significativa da membrana 
plasmática em amostras expostas à salinidade 45, com possível 
deposição de compostos entre a membrana e a parede celular. O estresse 
osmótico em amostras expostas à salinidade 45 diminuiu a quantidade 
de proteínas totais, bem como o número de cloroplastos epidérmicos, 
além de afetar a organização interna destas organelas com o aumento de 
plastoglóbulos e tilacoides por granum. A condição hipersalina levou a 
um aumento na concentração de açúcares na raiz e no rizoma. Na lâmina 
foliar, ocorreu aumento na concentração destes açucares nas amostras 
sob estresse hipo e hipersalino. Compostos fenólicos foram encontrados 
nas células epidérmicas foliares das amostras das salinidades 25 e 45. 
Estes compostos foram também detectados nas paredes celulares 
epidérmicas do rizoma e lâmina foliar, em menor proporção na 
salinidade de 25. As amostras que apresentaram os valores mais baixos 
de concentração de compostos fenólicos na raiz (salinidades 25 e 45) 
alcançaram os valores mais altos na lâmina foliar. Maiores 
concentrações de flavonólicos foram encontradas na lâmina foliar, na 
condição hiposalina. As arabinogalactana-proteínas foram visualizadas 
de forma intensa no citoplasma e na membrana plasmática das células 
epidérmicas foliares das amostras sob condição hipersalina, servindo, 
assim, como mecanismo de estabilização de membrana. Este estudo 
mostrou que a H. wrightii consegue sobreviver à variação de salinidade 
de 25 a 45, num período de 21 dias, sem alterar sua taxa de crescimento, 
entretanto na salinidade 35 a planta possui maior viabilidade celular. O 
estresse salino, tanto hipo quanto hipersalino, diminuiu a viabilidade celular 
na espécie estudada. Modificações ultraestruturais permitiram à H. 
wrightii suportar salinidades 45; no entanto, as alterações no aparato 
fotossintetizante demonstraram que esta espécie tolera melhor 
salinidades abaixo deste valor. 
Palavras-chave: Órgãos vegetativos, citoquímica, ultraestrutura, 
açúcares, fenólicos, pigmentos fotossintetizantes, arabinogalactana- 
proteínas, viabilidade celular. 
 
 
 
 
 
  
 GENERAL ABSTRACT 
 
Salinity is an important environmental component that can influence the 
structure and function of seagrasses communities. In particular, when 
exposed to salinity changes conditions, seagrasses undergo osmotic 
stress that are, in turn, reflected in morphological and physiological 
changes. The ecologically important seagrass Halodule wrightii 
Ascherson is widely distributed in the coastal tropical and subtropical 
zone, as well as estuarine environments. This species prefers areas with 
approximate salinities 35, but it can also tolerate adverse salt conditions, 
making this species an excellent model for the identification of cellular 
and physiological mechanisms involved in the resistance to this abiotic 
stress. Accordingly, we used H. wrightii as a model seagrass to 
determine the effect of different salinities on adaptive mechanisms and 
biological effects on cell organization, biochemical parameters and 
morphometry of its vegetative structures, including root, rhizome and 
leaf blade. To accomplish this, plants were cultivated for 21 days at 
salinities 25, 35 and 45. The species presented several cellular and 
Biochemical alterations under hypo and hypersaline stress. These 
changes occurred in all vegetative organs of the plant, but mainly in the 
leaf blade. At the root, the salinity 45 led to an increase of your 
thickness and quantity of root hairs, which, in turn, results in an 
increasing barrier to the radial flow of ions. In the leaf blade, more 
hydropotens were observed in samples exposed to salinity 45 with 
increased invaginations of the plasma membrane and cell wall. This 
increases the surface area of the leaf, facilitating exchanges with the 
environment. These invaginations were also observed in other epidermal 
cells of the leaf blade in all the samples, albeit in smaller proportions in 
samples treated in salinity 25. In particular, a significant retraction of the 
plasma membrane was observed in samples exposed to salinity 45, with 
possible deposition of compounds between the membrane and the cell 
wall. Osmotic stress in samples exposed to salinity 45 decreased the 
amount of total proteins, as well as the number of epidermal 
chloroplasts, in addition to affecting the internal organization of these 
organelles with the increase of plastoglobules and thylakoids by 
granum. Hypersaline condition led to an increase in the concentration of 
total sugars in the root and rhizome. In the leaf blade, increased 
concentration of these sugars occurred in the samples under both hypo- 
and hypersaline stress. Phenolic compounds were found in leaf 
epidermal cells of samples treated with salinities 25 and 45. They were 
also detected in the epidermal cell walls of the rhizome and leaf blade, 
albeit in lower proportion in samples treated with salinity 25. Samples 
that presented the lowest values of phenolic compounds in the root 
(salinity 25 and 45) reached the highest values in the leaf blade. Higher 
concentrations of flavonoids were found in the leaf blade in hyposaline 
condition. The arabinogalactan-proteins were intensely visualized in the 
cytoplasm and plasma membrane of the epidermal cells of the samples 
under hypersaline conditions, serving as membrane stabilization 
mechanism. These findings led us to conclude that H. wrightii can survive 
salinity variations from 25 to 45 for a period of 21 days without altering its 
growth rate. In salinity 35, the plant has greater cellular viability. 
Nevertheless, salt stress, both hypo and hypersaline, did decrease cell 
viability in this species. While ultrastructural modifications allowed H. 
wrightii to withstand salinity 45, changes in the photosynthetic apparatus 
showed that this species best tolerates salinities below this value. 
 
Keywords: Vegetative organs, cytochemistry, ultrastructure, sugars, 
phenolics, photosynthetic pigments, arabinogalactan-proteins, cell 
viability. 
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1 INTRODUÇÃO 
 
1.1 GRAMAS MARINHAS 
 
Dentre as 250.000 espécies de plantas com flores, há menos de 70 
espécies descritas que conseguem sobreviver completamente submersas 
em águas salinas. Estas plantas são comumente conhecidas como 
gramas marinhas ou em inglês seagrasses (HEMMINGA; DUARTE, 
2000; OLIVEIRA et al., 2002; DEN HARTOG; KUO, 2006). Em 
muitos lugares estas gramas marinhas abrangem extensas áreas, sendo 
referidas como pradarias submersas (CREED et al., 2004).  
Tais espécies vivem, em sua maioria, em sedimentos lodosos ou 
arenosos, substratos moles intrinsecamente instáveis, necessitando de 
um adequado padrão de crescimento e formação de raízes que ofereçam 
ancoragem (ORTH et al., 2006; SHORT et al., 2006). Assim, como as 
monocotiledôneas terrestres, as gramas marinhas possuem padrão de 
crescimento rizomatoso (ORTH et al., 2006; SHORT et al., 2006). O 
rizoma estende-se dentro do sedimento, próximo à superfície, e em 
pequenos intervalos se ramifica originando folhas, flores e frutos, acima 
e para fora do sedimento, e as raízes adventícias, abaixo e dentro do 
sedimento (MARBÀ; DUARTE, 1998; HOGARTH, 2007). 
Normalmente as espécies de gramas marinhas possuem folhas longas e 
relativamente estreitas, como a maioria das espécies de 
monocotiledôneas terrestres (HEMMINGA; DUARTE, 2000). No 
entanto, variam muito em tamanho, ocorrendo folhas pequenas, de 
aproximadamente 1 cm de comprimento até folhas com mais de 1 m de 
comprimento (KUO; DEN HARTOG, 2006).  
Folhas de gramas marinhas não possuem estômatos, no entanto, 
são rodeadas por uma fina cutícula, constituída na maioria das vezes por 
microporos, através dos quais ocorre a troca de gás e a absorção de 
nutrientes minerais (KUO; DEN HARTOG, op. cit.). Os órgãos das 
gramas marinhas são ainda penetrados por uma rede de lacunas aeradas. 
Estas lacunas conduzem dióxido de carbono produzido pela respiração 
das folhas, rizomas e raízes para a fotossíntese, e transportam oxigênio 
para os rizomas e  raízes para a respiração (HEMMINGA; DUARTE, 
2000). Muitas vezes, o sedimento ocupado por gramas marinhas são 
pobres em oxigênio e, sem este meio de transporte de gás, uma vida 
submersa seria impossível (DUARTE, 2002). Dentro das folhas, os 
espaços de gás também conferem flutuabilidade, ajudando a elevar o 
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aparato fotossintético e maximizar a captura de luz (HEMMINGA; 
DUARTE, 2000). 
Apesar de viverem nas águas costeiras da maior parte dos 
continentes do mundo, essas plantas apresentam diversidade taxonômica 
baixa, ao contrário de outros grupos taxonômicos com o mesmo perfil 
de distribuição (HEMMINGA; DUARTE, op. cit.; ORTH et al., 2006). 
Existem em torno de 60 espécies em todo o mundo, incluídas em 13 
gêneros atualmente conhecidos (OLIVEIRA FILHO; PIRANI; 
GIULIETTI, 1983; MARQUES; CREED, 2008).  
As espécies de angiospermas marinhas são denominadas 
genericamente como “gramas marinhas” devido ao hábito semelhante ao 
das gramas terrestres, pertencentes à família Poaceae. No entanto, as 
gramas marinhas, apesar de serem monocotiledôneas como as gramas 
terrestres, não pertencem à mesma família, na realidade formam um 
grupo polifilético de plantas (DEN HARTOG; KUO, 2006). 
Comparações moleculares levaram à divisão dessas espécies em 
cinco famílias: Zosteraceae, Posidonieaceae, Cymodoceaceae, 
Hydrocharitaceae e Ruppiaceae e em 13 gêneros, sendo as três primeiras 
famílias exclusivamente constituídas de fanerógamas marinhas (LES; 
CLELAND; WAYCOTT, 1997).  
Segundo Oliveira Filho, Pirani e Giulietti (1983), as espécies de 
gramas marinhas brasileiras pertencem a três gêneros e cinco espécies: 
Halophila baillonii Aschers., H. decipiens Ostenf. (Hydrocharitaceae), 
Halodule emarginata Hartog, H. wrightii Aschers. (Cymodoceaceae) e 
Ruppia maritima L. (Ruppiaceae). Entretanto, segundo Phillips (1992), 
as gramas marinhas brasileiras pertencem a apenas três gêneros e quatro 
espécies: Halophila baillonii, H. decipiens, Halodule wrighti e Ruppia 
maritima, considerando H. emarginata e H.wrighti a mesma espécie. 
 
1.2 IMPORTÂNCIA DAS GRAMAS MARINHAS 
 
As gramas marinhas compreendem menos de 0,02% da flora de 
angiospermas, no entanto, a complexa estrutura física e de alta 
produtividade destes ecossistemas, permite que elas suportem uma 
biomassa considerável e diversidade de espécies associadas, fornecendo 
alimento e abrigo para muitos organismos aquáticos e constituindo 
criadouros naturais de inúmeras espécies, algumas das quais 
consideradas comercialmente importantes (KANTRUD, 1991; SHORT; 
NECKLES, 1999; GULLSTRÖM et al., 2002; OLIVEIRA et al., 2002). 
Suas raízes e rizomas também unem e estabilizam os sedimentos do 
fundo, diminuindo a turbidez da água (FONSECA; FISHER, 1986; 
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HEMMINGA; DUARTE, 2000; SHORT et al., 2006; MARQUES; 
CREED, 2008). 
Segundo Orth et al. (2006), as gramas marinhas constituem o 
alimento principal de peixes-boi marinhos, dugongos e tartarugas 
marinhas, e por possuírem alta taxa de crescimento e produtividade 
primária, consequentemente formam a base das cadeias alimentares. 
Muitos organismos podem ocorrer associados a estas fanerógamas 
marinhas, desde fungos e bactérias até esponjas, hidrozoários, moluscos, 
crustáceos, equinodermos e peixes (WOOD; ODUM; ZIEMAN, 1969; 
PHILLIPS, 1992). Esta fauna permanente é responsável por atrair 
animais maiores como peixes e aves (ORTH et al., 2006), e de adordo 
com Pacobahyba et al. (1993) e com Kendrick e Lavery (2001), são 
frequentes também as associações dessas plantas com macro e 
microalgas.  
Resumidamente, e de acordo com Wood, Odum e Zieman (1969), 
Duarte (2002), Orth et al. (2006) e Copertino et al. (2016), as gramas 
marinhas: (1) estabilizam o sedimento mesmo através de enormes 
tensões de furacões e tempestades; (2) suas folhas retardam correntes e 
ondas, promovendo a sedimentação de partículas e inibindo a 
ressuspensão da matéria orgânica e inorgânica dissolvida, que tende a 
internalizar ciclos de nutrientes dentro do ecossistema; (3) servem como 
abrigo, refúgio e alimento para animais juvenis, residentes e adultos 
transitórios, muitos de importância comercial; (4) atingem uma elevada 
produção com crescimento rápido (folhas de algumas espécies podem 
crescer de 5 a 10 mm por dia); (5) sequestram carbono da atmosfera e 
exportam carbono orgânico para ecossistemas adjacentes. 
 
1.3 DEGRADAÇÃO E IMPACTOS SOBRE AS GRAMAS 
MARINHAS 
 
Ao mesmo tempo em que os estudos vêm demonstrando a 
inquestionável importância das gramas marinhas, tornou-se também 
evidente que estas espécies são um recurso vulnerável, facilmente 
perdido no litoral. Declínios de gramas marinhas foram relatados em 
todo o mundo, como nos trabalhos de Short e Neckles (1999), 
Hemminga e Duarte (2000), Orth et al. (2006), Short et al. (2006), 
Hogarth (2007), Waycott et al. (2009), Short et al. (2011) e Copertino et 
al. (2016), e em muitos casos atrelados a fatores antrópicos diretos e 
indiretos (ORTH; MOORE, 1983; ORTH et al., 2006; WAYCOTT et 
al., 2009). Os impactos diretos incluem dragagem, pesca preadatória, 
ancoragem, assoreamento, eutrofização e aquicultura. Já os impactos 
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indiretos incluem os efeitos negativos das mudanças climáticas, como o 
aumento do nível do mar, tempestades, aumento da irradiância 
ultravioleta, ciclones e inundações (DUARTE, 2002). 
Esses impactos podem alterar a distribuição, a produtividade e a 
composição das comunidades de gramas marinhas. Por sua vez, 
alterações potenciais na distribuição e na estrutura destas comunidades 
podem influenciar diretamente a biota local e regional, a geomorfologia 
costeira e os ciclos biogeoquímicos (SHORT; NECKLES, 1999; 
MARQUES; CREED, 2008). Perdas de gramas marinhas também 
resultam em mudanças no domínio de diferentes produtores primários 
nos ecossistemas litorâneos, levando a um aumento na produção de 
macroalgas efêmeras e microalgas planctônicas, sendo que este aumento 
não compensa a produção perdida das gramas marinhas (BORUM, 
1996). A ausência da proteção oferecida por estas espécies acaba por 
aumentar a ressuspensão de sedimentos, conduzindo a uma maior 
turbidez das águas (OLESEN, 1996). Além disso, envolvem a queda da 
oxigenação do sedimento, que era oferecido por suas raízes, 
promovendo assim condições anóxicas (DUARTE, 2002). O declínio 
das gramas marinhas ocasiona grande perda da biodiversidade costeira, 
causando grande prejuízo ecológico, bem como econômico 
(HEMMINGA; DUARTE, 2000). 
Regimes alterados de salinidade têm contribuído para o 
desaparecimento de pradarias marinhas (ZIEMAN; FOURQUREAN; 
FRANKOVICH, 1999; RUDNICK et al., 2005). Observa-se que a 
salinidade constitui um importante componente do meio ambiente que 
pode influenciar a estrutura e função das comunidades de gramas 
marinhas (MONTAGUE; LEY, 1993). Estudos realizados sobre estas 
angiospermas sugerem que a maioria das espécies têm crescimento ideal 
entre salinidades 30 e 40, embora algumas espécies apresentem maior 
crescimento em águas salobras (TOUCHETTE, 2007).  
O aquecimento global traz consequências e impactos para o clima 
e para os ecossistemas. Com o derretimento das calotas polares prevê-se 
elevação do nível do mar em algumas regiões costeiras, o que poderá 
modificar a hidrodinâmica de regiões estuarinas com maior salinização 
destes locais (SHORT; NECKLES, 1999; CASTRO et al., 2010). Em 
contrapartida, os aumentos já observados das descargas fluviais, 
decorrentes do aumento das precipitações (MARENGO, 2008), poderá 
ocasionar a diminuição da salinidade em alguns estuários. Gramas 
marinhas expostas a mudanças de salinidade sofrem estresse osmótico 
(ZHU, 2001) que se traduz em alterações na taxa fotossintética 
(KHALAFALLAH et al., 2013), nos processos metabólicos 
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(HASEGAWA et al., 2000; PARVAIZ; SATYAWATI, 2008), na 
ultraestrutura (JAGELS; BARNABAS, 1989; IYER; BARNABAS, 
1993), no crescimento (WALKER; MCCOMB, 1990; FERNÁNDEZ-
TORQUEMADA; SÁNCHEZ-LIZASO, 2005) e no desenvolvimento e 
sobrevivência (VERMAAT; VERHAGEN; LINDENBURG, 2000). 
A necessidade de uma maior compreensão sobre estas espécies 
assume hoje um novo significado e urgência (LARKUM; ORTH; 
DUARTE, 2006) à medida que a taxa de perda destas plantas está 
acelerando simultaneamente à rápida urbanização da zona costeira, onde 
as gramas marinhas são mais abundantes (GREEN; SHORT, 2003). 
Faz-se necessário um compromisso entre todas as partes – gestores, 
cientistas, políticos e o público em geral – de formar parcerias com o 
objetivo de conservar o que ainda resta das comunidades de gramas 
marinhas, bem como recuperar, quando possível, o hábitat perdido. Esta 
renovação só pode ser realizada com sucesso se houver uma 
compreensão clara sobre como as gramas marinhas crescem e 
sobrevivem em seus hábitats (LARKUM; ORTH; DUARTE, 2006). 
 
1.4 CONSIDERAÇÕES SOBRE A GRAMA MARINHA Halodule 
wrightii Ascherson 
 
Halodule wrightii (Fig. 1) é uma grama marinha com ampla 
distribuição na zona costeira tropical e subtropical (DEN HARTOG, 
1970; DAWES, 1998; GREEN; SHORT, 2003). No Brasil é a grama 
marinha mais comum (OLIVEIRA FILHO; PIRANI; GIULIETTI, 
1983; FONSECA; FISHER, 1986), sendo usualmente encontrada na 
zona entre marés até cerca de 10 m de profundidade (MARQUES; 
CREED, 2008; COPERTINO et al., 2016). A espécie geralmente ocupa 
áreas mais quentes com salinidades próximas a 35 (OLIVEIRA FILHO; 
PIRANI; GIULIETTI, 1983), no entanto, esta consegue suportar 
salinidades mais altas (KOCH et al., 2007a) e, apesar de sua preferência 
por áreas mais salinas, H. wrightii também pode ser encontrada em 
ambientes estuarinos, com salinidades inferiores a 30 (FERREIRA, 
2012). 
A espécie está inserida na família Cymodoceaceae, que apresenta 
atualmente cinco gêneros com um total de 16 espécies de plantas 
exclusivamente marinhas. O gênero Halodule é composto por sete 
espécies (DEN HARTOG; KUO, 2006). A espécie H. wrightii é uma 
planta dioica, com folhas lineares (Fig. 1 a-b) e com ápice bicúspide 
(Fig. 1 c) (OLIVEIRA FILHO; PIRANI; GIULIETTI, 1983; 
HOGARTH, 2007). Os principais caracteres morfológicos utilizados 
30 
 
para a identificação da espécie são a largura e a forma do ápice da folha 
(DEN HARTOG, 1970).  
O rizoma de H. wrightii, conforme descrição de Ferreira (2012), 
apresenta epiderme unisseriada, com presença de cutícula delgada e 
paredes celulares periclinais externas e internas fortemente espessas. 
Idioblastos contendo compostos fenólicos são encontrados nesta região. 
Abaixo da epiderme há a  presença de uma a três camadas de células 
colenquimáticas do tipo anelar. No córtex encontram-se os traços 
foliares, os quais são formados por uma lacuna de protoxilema e poucos 
elementos de tubos crivados e células parenquimáticas. As células da 
região interna do córtex são parenquimáticas amilíferas dispostas 
radialmente, com grandes lacunas intercaladas formando o aerênquima. 
Internamente à endoderme encontra-se o cilindro vascular, o qual possui 
uma lacuna de protoxilema localizada centralmente, sendo esta rodeada 
por elementos de tubo crivado. 
 
Figura 1 - Aspecto geral do hábito da planta Halodule wrightii. 
 
a. Espécie no seu ambiente natural. b. Esquema mostrando a morfologia externa 
das raízes adventícias, do rizoma e das folhas. c. Esquema do detalhe do ápice 
bicúspide da folha. Legenda: Ra-raiz adventícia; Ri-rizoma; Fo-folha. Fonte: 
Adaptado de Phillips e Menez (1987). 
 
Segundo Ferreira et al. (2015), a lâmina foliar de H. wrightii 
apresenta epiderme unisseriada com paredes periclinais externas 
espessas, numerosa quantidade de cloroplastos e ausência de tricomas e 
estômatos. O mesofilo é homogêneo, sendo constituído por células 
parenquimáticas, as quais delimitam maiores ou menores espaços 
intercelulares, caracterizando o aerênquima. Idioblastos contendo 
compostos fenólicos ocorrem nas células clorenquimáticas, próximas à 
epiderme. O sistema vascular está constituído por três feixes vasculares: 
um central, de maior calibre, e dois menores, localizados nos bordos 
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foliares. Não há presença de metaxilema, a espécie possui apenas uma 
lacuna de protoxilema rodeada por elementos de tubo crivado do 
floema.  
Grandes expansões nas paredes celulares das células epidérmicas 
seguidas de invaginações da membrana plasmática são encontradas na 
lâmina foliar de H. wrightii (KUO; DEN HARTOG, 2006; FERREIRA 
et al., 2015). Ferreira et al (op. cit.) também descrevem a presença de 
células diferenciadas na epiderme, chamadas hidropótios, as quais 
contribuem para o transporte de água e nutrientes através das folhas. 
Estas células apresentam uma quantidade expressiva de mitocôndrias, 
vesículas e projeções da parede celular, principalmente da periclinal 
externa, seguidas de muitas invaginações da membrana plasmática, que 
ocupam grande parte do citoplasma. 
 
1.5 ADAPTAÇÃO DAS PLANTAS AO AMBIENTE SALINO 
 
Gramas marinhas vivem em ambientes altamente salinos, e isso 
tem influenciado profundamente sua morfologia e fisiologia (KUO; 
DEN HARTOG, 2006; TAIZ; ZEIGER, 2009). Dentre os recursos de 
adaptação morfológica destacam-se: folhas com células epidérmicas 
pequenas, com paredes celulares espessas e cutícula fina; grande 
concentração de cloroplastos na epiderme; ausência de estômatos; vasto 
sistema de aerênquima e redução do xilema, por vezes acompanhado por 
uma redução dos tecidos mecânicos (KUO; DEN HARTOG, 2006; 
FERREIRA et al., 2015). Muitas dessas modificações anatômicas 
também ocorrem em plantas aquáticas de água doce, e de acordo com 
Kuo e Den Hartog (2006), elas devem ser interpretadas como 
adaptações ao meio aquático no geral. Ainda, segundo os autores, 
existem poucas características particulares nas gramas marinhas que 
podem ser identificadas como únicas em termos de estrutura de 
adaptação ao ambiente marinho; há, no entanto, um conjunto de 
características que, juntas, podem ser tomadas como representantes de 
gramas marinhas. Estas incluem folhas em forma de cinta com reforço 
anatômico para resistir a ação das ondas; ajuste osmótico e conversão 
enzimática de HCO3
- da água do mar em CO2, que ocorre na parede 
celular externa das células epidérmicas. 
Projeções nas paredes celulares anticlinais e periclinais externas 
das células epidérmicas foliares são visualizadas em algumas gramas 
marinhas (DOOHAN; NEWCOMB, 1976; KUO; DEN HARTOG, 
2006; FERREIRA et al., 2015). Jagel (1973) indica que este tipo de 
expansão de parede pode estar associado a uma osmoregulação similar 
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ao encontrado nas células secretoras das plantas de mangue. Ao estudar 
as glândulas de sal da espécie Tamarix aphylla, Bosabalidis (2010) 
percebeu que estas possuíam inúmeras projeções da parede celular, 
sendo que tais projeções eram sempre seguidas por grande aumento no 
número de mitocôndrias e microvacúolos em suas proximidades. 
Além de precisarem superar as consequências geradas pelo 
estresse salino, as gramas marinhas precisam realizar o transporte de 
água e de nutrientes também pelas folhas, já que estas possuem uma 
redução nos feixes vasculares (KUO; DEN HARTOG, 2006; 
FERREIRA et al., 2015). Hidropótios, encontrados na epiderme da 
espécie H. wrightii contribuem para este transporte de água e nutrientes 
através das folhas (FERREIRA et al., op. cit.). Metcalfe e Chalk (1979) 
descrevem que estas estruturas apresentam um importante papel no 
transporte de água e sais para dentro e fora das plantas aquáticas, 
absorvendo de duas a três vezes mais que as demais células da 
epiderme; as peculiaridades estruturais, similares às glândulas de sal, 
sugerem que os hidropótios atuem ativamente no transporte de minerais.  
Os mecanismos fisiológicos gerais de adaptação ao ambiente 
marinho incluem: exclusão seletiva de íons, regulação da concentração e 
compartimentalização dos íons, controle da entrada de íons pelas raízes 
e transporte para as folhas, produção de osmoprotetores, ativação de 
antioxidantes, e outras formas de controle genético (BRILHANTE, 
2006; ESTEVES; SUZUKI, 2008), além de alterações na taxa de síntese 
da parede celular (resposta regulatória) (FRICKE; PETERS, 2002). 
Ferreira et al. (2015) descrevem a presença, na espécie H. wrightii, 
de idioblastos contendo compostos fenólicos, e associam isto à proteção da 
planta contra os efeitos negativos do estresse osmótico. Nas plantas, o grupo 
dos compostos fenólicos inclui os fenóis simples, ácidos fenólicos, 
flavonoides, taninos e ligninas (TAIZ; ZEIGER, 2009). Compostos 
fenólicos geralmente estão associados à defesa contra herbívoros (EVERT, 
2006; IZAGUIRRE et al., 2007; CUTLER; BOTHA; STEVENSON, 
2008) e patógenos (NICHOLSON; HAMMERSCHMIDT, 1992; 
WILSON; MERTENS; HATFIELD, 1993), na proteção contra radiação 
ultravioleta (IZAGUIRRE et al., 2007; CUTLER; BOTHA; 
STEVENSON, 2008) e no suporte mecânico (EVERT, 2006); porém, 
muitos estudos também vêm agregando a função antioxidante aos 
compostos fenólicos (CERVATO et al., 2000; RANDHIR; SHETTY, P.; 
SHETTY, K., 2002; SOARES, 2002; MENDES, 2009; SOUZA et al., 
2009). Os compostos fenólicos desempenham um importante papel na 
neutralização ou sequestro dos radicais livres (SOARES, 2002; MENDES, 
2009). 
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Segundo Dickison (2000), muitas espécies de plantas aquáticas 
possuem células ou tecidos secretores para o acúmulo de sais em seu 
interior, , que posteriormente são eliminados para a superfície da folha. 
Em R. maritima e H. wrightii, esta parece ser uma das estratégias de 
adaptação à salinidade, acumular o excesso de sal em células 
especializadas, os idioblastos, e utilizar-se do recurso antioxidante dos 
compostos fenólicos encontrados nestas células para evitar os danos das 
espécies reativas de oxigênio (EROs), formando um ambiente estoque, 
que logo será eliminado (FERREIRA et al., 2015). 
Muitas espécies tolerantes à salinidade acumulam metabólitos 
que realizam funções cruciais como osmoprotetores, dentre estes 
metabólitos encontram-se: sacarose, glicose, frutose, citrato, malato e 
poliamina (ESTEVES; SUZUKI, 2008). Os solutos orgânicos podem 
concentrar-se distintamente em diferentes partes da planta, e cada um 
deles apresentar um efeito fisiológico diferente, ou seja, enquanto alguns 
podem proteger enzimas e estruturas órgão-específicas, outros podem 
contribuir para o balanço osmótico parcial da planta evitando o acúmulo 
de solutos inorgânicos (GARCIA et al., 1997).  
Kuo e Den Hartog (2006), no estudo anatômico de algumas 
gramas marinhas, observaram que a região externa da parede periclinal 
externa destas plantas é constituída principalmente de polissacarídeos e 
proteínas com pouca celulose. Segundo Zhu (2001), a acumulação de 
compostos nitrogenados em plantas também está relacionada à 
tolerância à salinidade. Estes compostos atuam no ajuste osmótico, 
proteção de macromoléculas celulares, estocagem de nutrientes, 
manutenção do pH celular, desintoxicação de células e minimização dos 
efeitos das EROs (ESTEVES; SUZUKI, 2008).  
Arabinogalactana-proteína (AGP) é uma espécie de glicoproteína 
rica em hidroxiprolina e altamente glicosilada. A AGP está presente em 
todas as plantas, particularmente abundantes nas paredes celulares e 
membrana plasmática (CLARKE; ANDERSON; STONE, 1979). Vários 
estudos sugerem envolvimento das AGPs na formação dos feixes 
vasculares, nos processos de expansão e proliferação celular, no 
estabelecimento de identidade celular, no controle da embriogênese 
somática e na morte celular programada (SERPE; NOTHNAGEL, 1996; 
FILONOVA; BOZHKOV; VON ARNOLD, 2000; MAJEWSKA-
SAWKA; NOTHNAGEL, 2000; SHOWALTER, 2001; MOTOSE; 
SUGIYAMA; FUKUDA, 2004; PETTOLINO et al., 2006). Estudos 
mais recentes associam as AGPs no combate ao estresse salino 
(LAMPORT; KIELISZEWKSI, 2005; LAMPORT; KIELISZEWSKI; 
SHOWALTER, 2006) e apoiam a ideia que as AGPs periplasmáticas 
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agem como uma zona tampão, protetora e estabilizante da membrana, de 
amortecimento eletrostático (SEITZ et al., 1999) e que impede a 
interação direta da membrana a matriz da parede celular (TOYODA et 
al., 2003). 
 
1.6 ESTRESSE SALINO NAS GRAMAS MARINHAS 
 
O estresse salino induz o estresse iônico e osmótico nas células 
vegetais, que por sua vez levam ao estresse oxidativo (TAIZ; ZEIGER, 
2009). Um dos efeitos primários é o acúmulo maior de EROs, as quais 
podem resultar em severos danos aos  componentes celulares, incluindo 
proteínas e clorofilas (LIN; KAO, 2000; ZHU, 2001; ESTEVES; 
SUZUKI, 2008). O estresse salino pode modificar a capacidade 
fotossintética das plantas (RALPH, 1998; MURPHY; KINSEY; 
DURAKO, 2003; KOCH et al., 2007a,b) e diminuir o crescimento 
(MARTINS et al., 1999; SANDOVAL-GIL; MARÍN-GUIRAO; RUIZ, 
2012), potencialmente afetando a saúde em longo prazo das 
comunidades de gramas marinhas (RALPH, 1998; MURPHY; KINSEY; 
DURAKO, 2003; KOCH et al., 2007a). 
Tanto os aumentos como as reduções das concentrações de íons 
externos são inicialmente estressantes para R. maritima, mas podem se 
ajustar fisiologicamente após alguns dias (MURPHY; KINSEY; 
DURAKO, 2003). Entretanto, para Posidonia oceanica (L.) Delile, 
aumentos na salinidade ambiente levam ao declínio do crescimento 
foliar e das taxas de sobrevivência nesta espécie (SANDOVAL-GIL; 
MARÍN-GUIRAO; RUIZ, 2012). À medida que a salinidade muda, as 
populações de algumas espécies de gramas marinhas pode diminuir ou 
desaparecer, enquanto outras começam a prosperar, no entanto, a longo 
prazo, mudanças frequentes podem resultar em declínio geral de todas 
as populações de gramas marinhas de um determinado local 
(MONTAGUE; LEY, 1993). Assim, mudanças de salinidade em uma 
área, modificam tanto a distribuição quanto a abundância destas espécies 
(FERNÁNDEZ-TORQUEMADA; SÁNCHEZ-LIZASO; GONZÁLEZ-
CORREA, 2005; GACIA et al., 2007; RUÍZ; MARÍN-GUIRAO; 
SANDOVAL-GIL, 2009). Consequentemente, uma compreensão dos 
mecanismos utilizados por estas plantas para tolerar certas mudanças da 
salinidade é crucial para a previsão e as implicações da modificação da 
salinidade nos ecossistemas costeiros sobre esse recurso tão valioso. 
A aquisição de adaptações específicas para manter o equilíbrio 
osmótico (por exemplo, osmorregulação) e fisiológicos (por exemplo, 
fotossíntese) é uma das propriedades básicas que permite às gramas 
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marinhas se desenvolverem com sucesso em ambientes marinhos (KUO; 
DEN HARTOG, 2000). No entanto, apesar de a salinidade ser um dos 
principais fatores que influencia a distribuição e estrutura das gramas 
marinhas em todo o mundo (MONTAGUE; LEY, 1993; FERNÁNDEZ-
TORQUEMADA; DURAKO; SÁNCHEZ-LIZASO, 2005; GACIA et 
al., 2007), os intervalos de tolerância à salinidade só foram estabelecidos 
para algumas espécies de gramas marinhas, sendo ainda mal 
compreendido os efeitos estruturais e fisiológicos pelos quais estas 
espécies enfrentam através das mudanças nos regimes de salinidade 
(TYERMAN, 1982; TOUCHETTE, 2007, SANDOVAL-GIL; MARÍN-
GUIRAO; RUIZ, 2012). 
Inúmeras pesquisas demonstram a importância da acumulação de 
solutos orgânicos e inorgânicos para o ajustamento osmótico de espécies 
halófitas sob condições de extrema salinidade (RAMOS; LÓPEZ; 
BENLLOCH, 2004; ESTEVES; SUZUKI, 2008), no entanto, poucos são 
os estudos na literatura sobre os mecanismos osmóticos e de sal-
regulação associados com a organização celular, que contribuem para a 
adaptação das gramas marinhas ao ambiente salino. A espécie H. 
wrightii é bem adaptada a sobreviver em condições de salinidade 
adversa, constituindo um excelente material para identificação de 
mecanismos bioquímicos e celulares envolvidos com a resistência a esse 
estresse abiótico.  
Apesar de H. wrightii apresentar grande importância ecológica e 
ser uma grama marinha relativamente comum no Brasil (OLIVEIRA 
FILHO; PIRANI; GIULIETTI, 1983; FONSECA; FISHER, 1986) e no 
mundo tropical e subtropical (DEN HARTOG, 1970; DAWES, 1998; 
GREEN; SHORT, 2003), além de ter uma quantidade 
correspondentemente grande de dados ecológicos (BARROS, 2008), são 
poucos os estudos (LIRMAN; CROPPER, 2003; TOUCHETTE, 2007; 
BARROS; ROCHA-BARREIRA, 2014) que relatam os mecanismos 
adaptativos desta espécie frente às mudanças previstas na salinidade dos 
ecossistemas costeiros. Dessa forma, utilizando a espécie H. wrightii 
como modelo, o presente trabalho apresenta um estudo detalhado, ao 
nível de planta inteira, através de experimentos com condições 
controladas de mesocosmo, para estimar os efeitos da variação da 
salinidade no crescimento, morfometria, viabilidade celular, 
ultraestrutura e adaptação bioquímica da espécie. Os resultados 
decorrentes desta pesquisa são inéditos e poderão também contribuir 
para a compreensão, conservação e gestão da espécie nos seus 
respectivos ecossistemas. 
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2 OBJETIVOS 
 
2.1 OBJETIVO GERAL 
 
Avaliar a decorrência de diferentes salinidades sobre os 
mecanismos adaptativos e os efeitos biológicos na organização celular, 
parâmetros bioquímicos e morfometria das estruturas vegetativas (raiz, 
rizoma e lâmina foliar) da grama marinha Halodule wrightii Ascherson 
(Cymodoceaceae).  
 
2.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 
 
• Determinar a taxa de crescimento após a interferência de diferentes 
concentrações de salinidade na espécie em estudo. 
• Determinar comparativamente as características morfológicas 
quantitativas da raiz (espessura), rizoma (espessura, comprimento e 
distância entre os nós) e lâmina foliar (largura, espessura geral e de 
suas estruturas constituintes) da espécie em estudo mantida em 
diferentes concentrações de salinidade. 
• Caracterizar comparativamente a estrutura, a ultraestrutura e a 
citoquímica das raízes, rizomas e lâmina foliar da espécie em 
estudo mantida em diferentes concentrações de salinidade. 
• Avaliar comparativamente a concentração de AGPs na lâmina 
foliar da espécie em estudo mantida em diferentes concentrações de 
salinidade.  
• Analisar comparativamente a autofluorescência dos cloroplastos da 
lâmina foliar da espécie em estudo mantida em diferentes 
concentrações de salinidade.  
• Quantificar comparativamente a taxa de pigmentos 
fotossintetizantes e pigmentos acessórios presentes nos cloroplastos 
da lâmina foliar da espécie em estudo mantida em diferentes 
concentrações de salinidade.  
• Quantificar comparativamente os teores de compostos fenólicos, 
flavonoides, proteínas e açúcares das estruturas vegetativas da 
espécie em estudo mantida em diferentes concentrações de 
salinidade. 
• Avaliar de forma indireta a viabilidade celular, através da análise 
da ação de enzimas mitocondriais, das estruturas vegetativas da 
espécie em estudo mantida em diferentes concentrações de 
salinidade. 
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3 MATERIAIS E MÉTODOS 
 
3.1 MATERIAL DE ESTUDO E LOCAL DE COLETA 
 
Para o referido estudo, foram utilizadas as estruturas vegetativas 
(raiz, rizoma e lâmina foliar) de indivíduos da espécie Halodule wrightii 
Aschers. (Fig. 2). Os espécimes de H. wrightii foram coletados no Canal 
da Lagoa da Conceição, município de Florianópolis, SC, Brasil 
(27°34’47”S e 48°25’47”W) (Fig. 3). Os espécimes estavam localizados 
a aproximadamente 1 metro de profundidade, onde a irradiância 
fotossinteticamente ativa subaquática máxima era de aproximadamente 
500 (±50) µmol de fótons m-2 s-1. As coletas ocorreram em agosto de 
2014, abril de 2015 e agosto de 2015.  
O Canal da Lagoa da Conceição possui comprimento aproximado 
de 2,5 km e profundidade média de 2,5 m (BARBOSA, 2003). Segundo 
Barbosa (op. cit.), a salinidade do Canal varia entre salobra e salgada, de 
acordo com as marés - enchentes ou vazantes. Nas marés vazantes 
predominam as águas salobras e, nas marés enchentes, as águas 
salgadas. Ainda, segundo a autora, antes de 1982, o Canal 
periodicamente fechava e abria a cada seis meses e, nesta época, a 
salinidade era baixa, entre 15 e 18. No entanto, este canal está aberto 
permanentemente desde 1982 e, segundo Soriano-Sierra (1999), este 
evento começou a alterar drasticamente as características deste 
ambiente, o qual vem tendo um aumento gradativo de salinidade e 
alteração das comunidades bióticas. 
Ferreira (2012) registrou, nos anos de 2010 e 2011, salinidades no 
Canal entre 22 a 28. No presente estudo, no período de novembro de 
2013 a agosto de 2015, foram registradas salinidades entre 25 a 38, 
variando de acordo com o período chuvoso e seco, sendo a salinidade 35 
a mais frequente. Estes dados confirmam a ocorrência do aumento 
gradativo na salinidade deste ambiente. Considerando ainda os trabalhos 
de Short e Neckles (1999) e Castro et al. (2010), estas áreas estuarinas 
apresentam uma tendência a elevar ainda mais os valores de salinidade 
devido as mudanças climáticas globais. 
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Figura 2 - Detalhe das raízes, do rizoma e das folhas de Halodule wrightii. 
 
Legenda: Fo-Folha; Ra-raiz adventícia; Ri-rizoma. 
 
3.2 MÉTODOS  
 
3.2.1 Procedimentos de Coleta e Cuidados com o Material 
 
As coletas dos espécimes foram realizadas manualmente com 
auxílio de pá de jardim. Os indivíduos foram removidos cuidadosamente 
do substrato e colocados em recipientes contendo a água do local. O 
sedimento também foi coletado e armazenado em outro recipiente. Todo 
o material coletado foi levado ao Laboratório de Biologia Celular 
Vegetal (LABCEV) da Universidade Federal de Santa Catarina (UFSC), 
onde os espécimes foram lavados com água do mar filtrada e 
esterilizada, e removidos epífitos e contaminantes (Fig. 4 a-b). Todo o 
sedimento foi autoclavado para evitar que variáveis desconhecidas 
fossem inseridas no experimento.  
Para comparação das amostras do ambiente natural com as 
amostras dos cultivos nas diferentes salinidades, alguns exemplares de 
H. wrightii das coletas foram separados para realização de todas as 
análises qualitativas e quantitativas propostas nesta presente pesquisa. 
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Figura 3 - Localização do Canal da Lagoa da Conceição (Florianópolis, SC). 
 
Legenda: Estrela-local de coleta das amostras.  
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3.2.2 Condições de Cultivo de Halodule wrightii 
 
Cultivos preliminares, realizados no período de dezembro de 
2013 a julho de 2014, foram efetuados para padronização das 
características físico-químicas do ambiente de cultivo.  
Para o cultivo de H. wrightii em laboratório, os espécimes foram 
aclimatados em aquários com 4 cm de sedimento e 5 litros de água do 
mar previamente esterilizada a uma salinidade 35 (mesma salinidade do 
local de coleta). As raízes e rizomas foram então fixados no sedimento, 
ficando a folha para fora do sedimento e totalmente submersa na água 
salina (Fig. 4 c-d). Os espécimes foram distribuídos em 12 aquários, os 
quais foram transferidos para sala de cultura, ambiente com condições 
controladas de temperatura, iluminação e aeração (Fig. 4 c-d). Durante 
todo o período de aclimatação e dos tratamentos, a temperatura foi 
mantida a 24 ºC (±2), a aeração constante e a irradiância 
fotossinteticamente ativa de aproximadamente 100 (±10) µmol de fótons 
m-2 s-1, com fotoperíodo de 12 h. A iluminação foi proporcionada por 
lâmpadas fluorescentes (Philips C-5 Super 84, 16 W). As medições da 
irradiância foram realizadas com o uso do quantômetro Solar Light 
PMA 2100 (Glenside, PA, EUA).  
O período de aclimatação foi de 14 dias. Após a aclimatação, com 
as mesmas condições de cultivo, quatro aquários foram submetidos à 
salinidade 25, quatro à salinidade 45 e quatro permaneceram na 
salinidade 35 (controle). As concentrações de salinidade 25 e 35 foram 
baseadas nas variações naturais de salinidade ocorridas no local de 
coleta, já a salinidade 45 levou-se em consideração os experimentos 
realizados por Lirman e Cropper (2003) e as pesquisas de Short e 
Neckles (1999) e Castro et al. (2010). A duração do experimento foi de 
21 dias para cada concentração de salinidade, tempo necessário para a 
planta desenvolver novas folhas adultas. A baixa salinidade foi obtida 
por diluição com água destilada, ao passo que a alta salinidade foi obtida 
por adição de água do mar concentrada, com salinidade 90, a qual é 
obtida por fervura da água do mar. A salinidade foi medida com uso de 
refratômetro manual da marca Instrutherm. Durante todo o período do 
experimento, medidas de pH, irradiância, temperatura e salinidade 
foram realizadas semanalmente para controlar as condições do cultivo. 
As águas dos aquários eram renovadas duas vezes por semana, 
mantendo a sua salinidade. 
Para obtenção de biomassa necessária para as análises 
bioquímicas, foram realizados ao todo 3 cultivos. Estes cultivos 
ocorreram em agosto de 2014, maio de 2015 e setembro de 2015.  
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Figura 4 - Processamento e cultivo de Halodule wrightii. 
 
a-b. Processamento dos espécimes provindos do ambiente. c. Disposição dos 
aquários nas prateleiras da sala de cultura, equipada com lâmpadas fluorescentes e 
sistema de aeração. d. Detalhe do aquário mostrando as plantas fixadas no 
sedimento (estrela) e o sistema de aeração (seta).  
 
3.2.3 Taxa de Crescimento 
 
O efeito das diferentes concentrações de salinidade no 
crescimento de H. wrightii foi avaliado de acordo com os métodos de 
Magalhães (1985), através da medida da biomassa fresca da planta 
inteira (raiz + rizoma + folha), no início e ao final do experimento. Para 
marcação das plantas, foram utilizados ganchos metálicos, os quais 
tinham uma cor diferente para cada exemplar analisado. Estes ganchos 
foram encaixados cuidadosamente entre o rizoma e o sedimento, sem 
encostar no espécime, evitando assim atrapalhar o seu desenvolvimento.  
A diferença entre os valores de biomassa observados foi expressa 
como percentual de crescimento diário, sendo calculada segundo a 
equação a seguir proposta por Lignell e Pedersen (1989). Foram 
analisados ao todo 12 espécimes em cada tratamento. 
 
TC = [(Bf / Bi) 1/t - 1] x 100   
Onde: 
44 
 
TC = taxa de crescimento médio em %.dia-1; Bi = biomassa fresca, de 
toda a planta (raiz + rizoma + folha) no tempo inicial; Bf = biomassa 
fresca, em gramas, de toda a planta (raiz + rizoma + folha) no momento 
final; t = duração do experimento, em dias. 
 
3.2.4 Estudos Morfológicos 
 
Medidas morfológicas externas foram obtidas da raiz (diâmetro), 
do rizoma (diâmetro, comprimento e distância entre os nós) e da lâmina 
foliar (largura e espessura) e medidas internas da lâmina foliar 
(espessura da epiderme, do mesofilo e das maiores lacunas do 
aerênquima e número de células no mesofilo) de H. wrightii. Estas 
análises seguiram os métodos descritos por Voltolini e Santos (2011) e 
Ferreira (2012). 
As medidas das distâncias entre os nós e comprimento do rizoma 
foram realizadas no início e ao final do experimento, utilizando 
paquímetro, com precisão de 0,01 mm. Os espécimes foram marcados 
com ganchos metálicos conforme descrito no item 3.2.3 (Taxa de 
Crescimento). Foram analisados 12 indivíduos de cada tratamento. Para 
as análises de distância entre os nós, foram realizadas 5 medidas por 
indivíduo, totalizando 60 por tratamento.  
Para as medidas de diâmetro da raiz e do rizoma, e largura e 
espessura da lâmina foliar e de suas estruturas constituintes, foram 
utilizadas lâminas permanentes de amostras seccionadas 
transversalmente conforme descrição do item 3.2.5.1 (Microscopia de 
Luz Transmitida). O material foi analisado e fotografado no microscópio 
de luz marca Olympus, modelo BX41 (Japão), com câmera de captura de 
imagem digital colorida com 3.3 mpixel da Q-imaging e programa de 
captura de imagens Q-capture Pro 5.1, o qual possui um sistema de medidas 
em micrômetros, do Laboratório Multiusuários de Estudos em Biologia 
(LAMEB) do Centro de Ciências Biológicas (CCB) da UFSC. Foram 
analisados 20 indivíduos de cada tratamento, sendo que para as análises da 
espessura da epiderme, foram realizadas 5 medidas por secção, totalizando 
100 medidas por tratamento.  
 
3.2.5 Análises em Microscopia 
 
Para o estudo em microscopia, amostras de H. wrightii do 
ambiente e dos cultivos nas diferentes salinidades (após o término do 
experimento) foram fragmentadas em pedaços menores com auxílio de 
lâmina metálica. Para análise em microscopia de luz transmitida e 
45 
 
microscopia eletrônica de transmissão, foi utilizada a região mediana e 
adulta das raízes, dos rizomas (região dos entrenós) e das lâminas 
foliares. Já para as análises em microscopia confocal e 
imunofluorescência, foram utilizadas somente as lâminas foliares. Três 
amostras de cada tratamento foram utilizadas para verificar os aspectos 
qualitativos nas análises microscópicas. 
 
3.2.5.1 Microscopia de Luz Transmitida (MLT) - organização 
celular e testes citoquímicos 
 
A análise de MLT foi realizada segundo a metodologia descrita 
por Bouzon, Ouriques e Oliveira (2006), com modificações. O 
material foi fixado com solução de paraformaldeído 2,5% em tampão 
fosfato de sódio 0,1 M (pH 7,2), por 24 horas. Após fixação, as 
amostras foram lavadas três vezes no mesmo tampão (30 minutos cada 
lavagem) e desidratadas em soluções crescentes de etanol (30%, 50%, 
70%, 90% e 100%), com intervalos de 30 minutos para cada etapa; 
sendo o etanol 100% trocado 2 vezes. Posteriormente, o material foi 
pré-infiltrado por 12 horas e infiltrado por 24 horas em 
hidroxietilmetacrilato (historesina). Os blocos foram montados em 
historesina adicionando um endurecedor, conforme instruções do 
fabricante Jungs-Leica. As secções foram realizadas com espessura de 
5 µm em micrótomo modelo Leica RM 2125 (Alemanha), do 
LABCEV, e foram dispostas em lâminas para a aplicação dos 
seguintes testes citoquímicos:  
• Azul de toluidina (ATO) - para análise morfométrica, anatômica e de 
polissacarídeos ácidos, através da reação de metacromasia. Esta 
citoquímica foi realizada de acordo com o método de Gordon e 
McCandless (1973), com modificações. As lâminas com as secções 
foram imersas em solução aquosa de ATO diluído a 0,5% (pH 6,5) 
por 30 segundos. Em seguida, as lâminas foram lavadas em água 
corrente e secas em temperatura ambiente.  
• Azul brilhante de Comassie (CBB) - para análise de proteínas totais. 
Esta citoquímica foi realizada de acordo com o método de Gahan 
(1984), com modificações. As lâminas com as secções foram 
embebidas em solução de CBB diluído a 0,4% em solução de Clark 
(25 mL de ácido acético com 75 mL de álcool etílico 100%) por 30 
minutos. Posteriormente, foram lavadas em solução de Clark por 10 
minutos e secas em temperatura ambiente. 
• Ácido periódico de Schiff (PAS) - para detecção de polissacarídeos 
neutros. Esta citoquímica foi realizada de acordo com o método de 
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Gahan (op. cit.), com modificações. As lâminas com as secções foram 
imersas em solução aquosa de ácido periódico a 1% durante 30 
minutos. Após esse período, foram lavadas em água corrente por 20 
minutos, e o reativo de Schiff foi aplicado durante 30 minutos no 
escuro. Em seguida, as secções foram lavadas novamente em água 
corrente durante 20 minutos e secas em temperatura ambiente. 
• Cloreto férrico - para detecção de substâncias fenólicas. Esta 
citoquímica foi realizada de acordo com o método de Johansen 
(1940), com modificações. As lâminas com as secções foram imersas 
em solução aquosa de cloreto férrico III diluído a 10% por 30 
minutos. Em seguida, as secções foram lavadas rapidamente em água 
corrente e secas em temperatura ambiente. 
Ao final dos testes citoquímicos, as lâminas com as secções 
foram seladas com meio de montagem bálsamo do Canadá e lamínula. O 
material foi processado no LABCEV e analisado e fotografado no 
microscópio de luz marca Olympus, modelo BX41, do LAMEB. 
 
3.2.5.2 Detecção de Arabinogalactana-proteína (AGP) por 
Imunofluorescência 
 
A análise de imunofluorescência para a identificação de AGPs foi 
realizada segundo a metodologia descrita por Harris e Oparka (1994) 
com adaptações de Filonova; Bozhkov e von Arnold (2000). As 
amostras foram fixadas em solução de paraformaldeído 2,5% em tampão 
fosfato de sódio 0,1 M (pH 7,2), por 24 horas. Em seguida, foram 
lavadas 3 vezes no mesmo tampão (30 minutos cada), seguindo pela 
desidratação, utilizando-se série de soluções crescentes de etanol (30%, 
50%, 70%, 90% e 100%), em intervalos de 30 minutos para cada etapa; 
sendo o etanol 100% trocado 2 vezes. As amostras desidratadas foram 
imersas durante 12 horas em uma solução de etanol 100% e resina 
acrílica LR White (1: 1), e duas vezes em resina acrílica LR White pura, 
também por 12 horas. O material foi polimerizado à temperatura 
ambiente utilizando-se a resina LR White com o seu ativador (10 ml da 
resina: 1 gota do ativador). Secções semifinas (1µm) foram montadas 
em lâminas de vidro revestidas com poli-L-lisina a 0,01%. Em seguida, 
as secções foram hidratadas em tampão fosfato de sódio 0,1 M (pH 7,2), 
duas vezes, por 10 minutos cada, e depois bloqueadas por 1 hora com 
solução centrifugada de leite em pó desnatado 3% em tampão fosfato de 
sódio 0,1 M (pH 7,2). As secções foram então incubadas com anticorpo 
monoclonal JIM13 (cedidos gentilmente pelo Dr. Keith Roberts e Paul 
Knox, do Jonh Innes Centre, UK), o qual reconhece o epítopo de 
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arabinogalactana-proteínas β-D-GlcpA-(1→3)-α-D-GalpA-(1→2)-L-Rha 
(Knox et al., 1991), diluído 1:25 em tampão fosfato de sódio 0,1 M (pH 
7,2), durante a noite, em câmara úmida a 4 °C. Nas lâminas controle foi 
omitida esta etapa de incubação do anticorpo primário, colocando-se 
apenas o tampão fosfato de sódio 0,1 M (pH 7,2). Após lavagem no 
mesmo tampão (3 x 5 minutos), as secções foram incubadas por duas 
horas no escuro com anticorpo secundário anti-rato FITC (fluoresceína 
isotiocianato, Sigma Aldrich, filtro de excitação de 480-500nm) na 
proporção de 1:300 em tampão fosfato de sódio 0,1 M (pH 7,2). As 
secções foram recobertas com lamínula e imediatamente analisadas e 
fotografadas no microscópio de fluorescência (filtro U-MWB2: 
Excitação = 460 à 490 nm e Emissão =  520 nm), marca Olympus, 
modelo BX41 (Japão), com câmera de captura de imagem digital 
colorida com 3.3 megapixels da Q-imaging e programa de captura de 
imagens Q-capture Pro 5.1 do LAMEB.  
 
3.2.5.3 Microscopia Confocal (MC) 
 
O material foi processado segundo o método de Zitta et al. (2013), 
com modificações. As amostras foram fixadas em solução de 
paraformaldeído 2,5% em tampão fosfato de sódio 0,1 M (pH 7,2), por 2 
horas. Em seguida, as amostras foram lavadas 2 vezes no mesmo tampão e 
colocadas em Triton X100 (0,2%) por 1 hora, e então tratados com DAPI 
(4’,6-Diamidino -2- Fenilindol) na concentração de 0,5 μg ml-1, por 50 
minutos, para a marcação do núcleo celular. O material foi disposto sobre 
lâminas e recoberto com lamínula, sendo esta selada com esmalte incolor.  
As análises foram conduzidas em Microscópio Confocal de 
Varredura a Laser Leica TCS SP-5 (Alemanha) do Laboratório Central 
de Microscopia Eletrônica (LCME) da UFSC. A autofluorescência da 
clorofila, utilizada para a visualização da estrutura do cloroplasto, foi 
observada em comprimento de onda de excitação de 488 nm, com um 
espectro de emissão de 630 a 730 nm. O núcleo foi observado em um 
comprimento de onda de excitação de 430 nm (excitação do DAPI), com 
emissão de 490 nm. Para o processamento das imagens foi utilizado o 
programa LAS-AF Lite (Leica). 
 
3.2.5.4 Microscopia Eletrônica de Transmissão (MET) 
 
O material foi processado segundo o método de Bouzon (2006), 
com modificações. As amostras foram pré-fixadas em solução de 
glutaraldeído 2,5%, sacarose 2% e tampão cacodilato de sódio a 0,1 M 
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(pH 7,2), durante 12 horas. Em seguida, foram realizadas 4 lavagens 
com o mesmo tampão, com concentrações decrescentes de sacarose, 
durante 30 minutos cada, e então as amostras foram pós-fixadas em 
tetróxido de ósmio a 1% em tampão cacodilato de sódio a 0,1 M (pH 
7,2), durante 12 horas. Posteriormente, o material foi lavado 3 vezes no 
mesmo tampão (30 minutos cada), seguindo pela desidratação, 
utilizando-se série de soluções crescentes de acetona (30%, 50%, 70%, 
90% e 100%), em intervalos de 30 minutos para cada etapa; sendo a 
acetona 100% trocada 3 vezes. O material foi então incluído com resina 
Spurr (SPURR, 1969), em séries graduais de acetona-resina, durante 4 
dias, seguido de duas infiltrações em resina pura por 12 horas, e 
polimerizados em estufa a 70 ºC por 24 horas. As secções ultrafinas 
foram realizadas com navalha de diamante em ultramicrótomo RMC 
Power Tome XL (EUA), do LCME. As secções foram contrastadas em 
acetato de uranila 1% e citrato de chumbo 1%. As amostras processadas 
foram observadas e elétron-micrografadas no Microscópio Eletrônico de 
Transmissão, marca Jeol, modelo JEM- 1011 (Japão), do LCME. 
 
3.2.6 Análises Bioquímicas 
 
Para os ensaios bioquímicos foram separadas amostras adultas da 
raiz, rizoma e lâmina foliar de exemplares de H. wrightii do ambiente e 
dos cultivos nas diferentes salinidades (após o término do experimento). 
Para análises de clorofilas e carotenoides foi utilizada somente amostras da 
lâmina foliar. As amostras foram acondicionadas em freezer a -80 ºC até 
o momento das análises. Antes de iniciar qualquer extração, o material 
foi dessalinizado utilizando-se formiato de amônio 0,5 M por 30 
segundos, seguido por duas lavagens com água destilada (PILATTI et 
al., 2016). 
 
3.2.6.1 Extração e Quantificação de Clorofila a e b  
 
As medidas da taxa de pigmentos (clorofila a, clorofila b, clorofila 
total e razão entre clorofila a e b) foram realizadas através do método de 
Hiscox e Israelstam (1979), com modificações. Amostras (50 mg de massa 
fresca) foram trituradas em nitrogênio líquido, em 1,5 mL de 
dimetilsulfóxido (DMSO) de pureza analítica (P.A.), por 45 minutos em 
estufa a 45 ºC (no escuro). As absorbâncias foram analisadas em leitor de 
placa Infinite M200 do LAMEB. Os comprimentos de ondas e as equações 
para o cálculo das concentrações de clorofilas foram baseados em 
metodologia descrita por Lichtenthaler (1987). As análises foram realizadas 
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em quadruplicata e os resultados foram corrigidos para miligramas de 
pigmento fotossintético por grama de massa seca foliar (mg.g-1).  
 
3.2.6.2 Extração e Identificação de Carotenoides 
 
Amostras (100 mg de massa fresca) foram trituradas em 
nitrogênio líquido, em 10 ml de solução hexano: acetona (50: 50, v/v). 
Após a maceração, as amostras foram mantidas em repouso (1 hora) em 
câmara escura, filtradas a vácuo e o solvente evaporado sob fluxo de N2 
gasoso. O extrato recuperado foi ressuspenso em hexano P.A. (2 mL), 
centrifugado e submetido à análise via cromatografia líquida de alta 
eficiência (CLAE). 
O perfil de carotenoides foi realizado de acordo com Kuhnen et al. 
(2009). Alíquotas de 10 µL de cada amostra foram analisadas em 
cromatógrafo líquido (Shimzadu LC – 10A), equipado com coluna de fase 
reversa C18 (Vydac 201TP54, 25 cm x 4,6 mm Ø interno) e pré-coluna 
(Vydac 218GK - 54, 5 µm), termostatizador (40 ºC) e detector 
espectrofotométrico UV-Vis (λ = 450 nm) do Laboratório de Morfogênese 
e Bioquímica Vegetal (LMBV) do Centro de Ciências Agrárias (CCA), 
UFSC. A eluição utilizou metanol: acetonitrila (90:10, v/v) como fase 
móvel, em fluxo de 1 mL.min-1. A identificação dos carotenoides presentes 
foi realizada através da comparação com os tempos de retenção dos 
compostos padrões (Sigma-Aldrich, EUA). Para quantificação dos 
carotenoides foi utilizada a curva padrão externa de luteína (2,5 a 50 
µg.mL-1 - r2 = 0,99; y = 7044,96x) e β-caroteno (0,01 a 5 µg.mL-1- r2 = 
0,99; y = 1019x), sendo que os valores apresentados correspondem à média 
de 4 injeções por amostra. A concentração de carotenoides foi expressa em 
miligramas por grama de massa seca foliar (mg.g-1). 
 
3.2.6.3 Extração e Quantificação de Açúcares Solúveis Totais 
 
A extração dos açúcares solúveis totais seguiu a metodologia 
proposta por Shannon (1968). As amostras foram trituradas em nitrogênio 
líquido (100 mg de massa fresca), em 4 mL da solução MCW (metanol: 
clorofórmio: água) (12:5:3, v/v). A solução foi centrifugada (2.500 x g a     
4 ºC) por 5 minutos, o sobrenadante foi coletado e o resíduo foi novamente 
extraído com 2 mL da solução de MCW e igualmente centrifugados por 5 
minutos. Os sobrenadantes foram reunidos, sendo adicionado 1 mL de 
clorofórmio e 1,5 mL de água destilada e o extrato foi novamente 
centrifugado. A fase superior dos extratos foi coletada e utilizada para 
análise dos açúcares.  
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A quantificação dos açúcares solúveis totais foi realizada de 
acordo com o método de Umbreit, Burris e Stauffer (1964). Alíquotas de 
1 mL do extrato foram acrescidas de 2 mL do reagente antrona (200 mg 
de antrona em 100 mL de ácido sulfúrico), sendo agitados em vórtex e 
aquecidos em banho-maria a 100 ºC por 3 minutos. Após, procedeu-se a 
leitura das amostras a λ = 630 nm em espectofotômetro Bel LGS53 do 
LMBV. A quantificação dos açúcares solúveis totais foi feita a partir da 
curva padrão de glicose (1 a 200 µg. mL-1- r²= 0,99; y = 0,0143x). As 
análises foram realizadas em quadruplicata e os resultados expressos em 
miligramas de açúcares por grama de massa seca (mg.g-1). 
 
3.2.6.4 Extração e Quantificação de Amido  
 
Ao resíduo da centrifugação do extrato estabelecido no item 
anterior (3.2.6.3), foram adicionados 2 mL de ácido perclórico 30% em 
água destilada (v/v). A solução foi centrifugada (2.500 x g a 4 ºC) por 5 
minutos, o sobrenadante foi coletado e o resíduo foi novamente extraído 
com 2 mL da solução de ácido perclórico 30% e igualmente 
centrifugado por 5 minutos (2.500 x g a 4 ºC). Os sobrenadantes foram 
reunidos. A dosagem do amido foi realizada de acordo com o método de 
Umbreit, Burris e Stauffer (1964). Alíquotas de 1 mL do extrato foram 
acrescidas de 2 mL do reagente antrona, sendo agitados em vórtex e 
aquecidos em banho-maria a 100 ºC, por 3 minutos. Em seguida, 
procedeu-se à leitura das amostras a λ = 630 nm no espectofotômetro 
Bel LGS53 do LMBV. A quantificação dos açúcares solúveis totais foi 
feita a partir da curva padrão da glicose (1 a 7,5 µg. mL-1- r²= 0,99; y = 
0,0076x). As análises foram realizadas em quadruplicata e os resultados 
expressos em miligramas de açúcares por grama de massa seca (mg.g-1). 
 
3.2.6.5 Extração e Quantificação de Proteínas Totais 
 
A análise de proteínas totais foi realizada segundo o método de 
Bradford (1976). As amostras (100 mg de massa fresca) foram trituradas 
em nitrogênio líquido, em 2 mL de tampão de extração (tampão fosfato 
de sódio, 0,05 M, pH 7,1). A solução foi centrifugada (2.500 x g a 4 ºC) 
por 30 minutos e transferida para microplacas contendo solução de 
Coomassie Blue (Sigma). As absorbâncias (λ = 595 nm) foram 
analisadas em leitor de microplacas Infinite M200 do LAMEB. A 
concentração proteica foi determinada com a utilização de curva-padrão 
da albumina de soro bovino (Sigma) (2 a 10 µL.mL-1 - r2 = 0,99; y = 
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0,0011x). As análises foram realizadas em quadruplicata e os resultados 
expressos em miligramas de proteína por grama de massa seca (mg.g-1). 
 
3.2.6.6 Extração e Quantificação de Compostos Fenólicos 
Totais 
 
A análise dos compostos fenólicos foi realizada a partir do 
método baseado em Waterman e Mole (1994). Amostras (100 mg de 
massa fresca) foram trituradas em nitrogênio líquido, em 3 mL de 
metanol 80%. Após a maceração, as amostras foram mantidas em 
repouso (1 h) em câmara escura e filtradas em vácuo. Alíquotas de 300 
µL provenientes do sobrenadante dos extratos foram adicionadas a uma 
solução concentrada de 225 µL do reativo Folin-Ciocalteau (Vetec) e 
2,5 mL de carbonato de sódio 2% (em água destilada) e incubados 
durante 1 hora à temperatura ambiente. Em seguida, procedeu-se à 
leitura das amostras a λ = 750 nm em espectrofotômetro Bel LGS53 do 
LMBV. A quantificação dos compostos fenólicos totais foi realizada a 
partir da curva padrão externa de ácido gálico (50 a 800 μg.mL-1–r2= 0,99; y 
= 0,0044x). As análises foram realizadas em triplicata e os resultados 
expressos em miligramas de fenólicos por grama de massa seca (mg.g-1). 
 
3.2.6.7 Extração e Quantificação de Flavonoides Totais 
 
A análise de flavonoides foi realizada usando o método baseado 
em Zacarias et al. (2007), com modificações. Uma alíquota de 0,5 mL 
dos extratos, descrito no item anterior (3.2.6.6), foi utilizada para a 
determinação do conteúdo de flavonoides totais na presença de 0,5 mL 
de solução de cloreto de alumínio (2% em metanol) e 2,5 mL de etanol 
absoluto P.A. Após um repouso de 1 hora, fez-se a leitura a λ = 420 nm 
em espectrofotômetro Bel LGS53 do LMBV. A quantificação dos 
flavonoides foi feita a partir da curva padrão de quercetina (10 a 200 
µg.mL-1 – r2 = 0,99; y = 0,010x). As análises foram realizadas em 
triplicatas e os resultados expressos em miligramas de flavonólicos por 
grama de massa seca (mg.g-1). 
 
3.2.6.8 Análise da Viabilidade Celular através da Redução do 
Sal Metiltetrazólio (MTT) 
 
Esta análise baseia-se na medida do possível dano induzido, pelas 
diferentes concentrações de salinidade em estudo, no metabolismo 
celular através da avaliação da atividade de desidrogenases 
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mitocondriais. A viabilidade mitocondrial e, consequentemente, a 
viabilidade celular, é quantificada indiretamente pela redução do MTT 
(Brometo de 3-(4,5)-dimetiltialzolil-2,5 difeniltetrazólio), um sal de 
coloração amarela, a formazana, sal de coloração arroxeada, pela 
atividade das desidrogenases (MOSMANN, 1983; MSHANA et al., 1998).  
A análise da redução do MTT foi realizada com base nos 
procedimentos descritos por Mendes et al. (2013). Amostras (6 mg de 
massa fresca) foram colocadas em tubos de ensaio, separadamente, 
contendo 3 mL da água do meio de cultivo e 30 µL de MTT (solução 
mãe - 0,017g de MTT em 1 mL de tampão fosfato de sódio 0,1 M). Os 
tubos de ensaio foram mantidos na estufa a 37 °C por 3 horas, sob 
agitação. Após este período, os fragmentos das amostras foram lavados 
em água destilada, transferidos para tubos eppendorfs contendo 1 mL de 
DMSO P.A. e centrifugados por 4 minutos (2.500 x g a 4 ºC). O 
sobrenadante foi colocado em microplacas e então analisado a λ = 570 
nm na multileitora Infinite M200 do LAMEB. As análises foram 
realizadas em quadruplicata e para comparar os dados, foram utilizados os 
valores médios de absorbância da degradação do MTT. 
 
3.2.7 Análise dos Dados 
 
Os dados quantitativos da taxa de crescimento da planta inteira 
(raiz + rizoma + folhas); morfometria externa das raízes (diâmetro), 
rizomas (diâmetro, comprimento e a distância entre os nós) e das 
lâminas foliares (largura e espessura); medições internas das lâminas 
foliares (espessura da epiderme, mesofilo e lacunas do aerênquima e o 
número de células no mesofilo); concentração dos pigmentos 
fotossintéticos; concentração de açúcares solúveis totais, amido, 
proteínas totais, compostos fenólicos totais e flavonólicos totais e a 
viabilidade celular pelo ensaio do MTT foram avaliados por análise de 
variância (ANOVA), seguida por teste Tukey, quando paramétricas, ou 
por análise Kruskal-Wallis, seguido do teste Dunn, quando não 
paramétrico, ao nível de significância de 5%, usando os programas 
Excel 2010 e BioEstat 5.0.  
Os dados também foram submetidos à análise multivariada de 
componentes principais (ACP), que permite agrupar grandes 
quantidades de parâmetros a alguns componentes, facilitando a 
interpretação da informação e indicando possíveis relações entre as 
características morfoanatômicas e bioquímicas às variações da 
salinidade. A ACP foi realizada usando-se o programa MultiVariate 
Satistical Package (MVSP 3.22).  
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4 RESULTADOS 
 
4.1 TAXAS DE CRESCIMENTO E ANÁLISE MORFOLÓGICA  
 
Os espécimes de H. wrightii cresceram e desenvolveram-se nos 
diferentes cultivos de salinidade. O crescimento máximo ocorreu na 
salinidade controle (35) (0,12%.dia-1), porém não houve diferenças 
significativas comparando os três cultivos de salinidade (Tabela 1). 
Também não foram observadas diferenças significativas no comprimento 
dos rizomas entre as amostras dos diferentes cultivos (Fig. 5 a). Em 
relação à distância entre os nós dos rizomas, somente as amostras da 
salinidade 25 revelaram aumento após o cultivo (p < 0,05) (Fig. 5 b). O 
diâmetro dos rizomas também não apresentou diferenças significativas 
entre as amostras dos diferentes cultivos de salinidade (Tabela 2). No 
entanto, as amostras apresentaram um aumento no diâmetro das raízes no 
cultivo com salinidade 45 (p < 0,05), não apresentando estas diferenças 
significativas com as amostras da salinidade 25 (Tabela 2). 
 
Tabela 1 - Taxa de crescimento de Halodule wrightii, incluindo a análise de 
toda a planta (rizoma + raiz + folha) e considerando as amostras cultivadas nas 
salinidades 25, 35 e 45.  
 
Salinidade 
25 
Salinidade 
35 
Salinidade 
45 
TAXA DE 
        CRESCIMENTO   
                                (%.dia-1)* 
0,10 ± 0,94 0,12 ± 0,63 - 0,08 ± 0,91 
Dados são apresentados em médias ± desvio padrão. N = 12.  
* F não significativo ao nível de 5% de probabilidade pela análise de variância 
ANOVA. Fonte: Ferreira et al. (2016). 
 
As amostras provenientes do ambiente alcançaram o maior valor 
médio de espessura das lâminas foliares (p < 0,05) (Tabela 2). Não 
houve diferenças significativas entre as amostras dos diferentes cultivos 
de salinidade em relação a espessura das lâminas foliares (Tabela 2). Já 
em relação à largura das lâminas foliares, as amostras do ambiente 
alcançaram os menores valores médios (p < 0,05) e as amostras dos 
cultivos com salinidades 25 e 45 obtiveram os maiores valores médios 
(p < 0,05), não tendo diferenças significativas entre estes dois 
tratamentos (Tabela 2).  
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Figura 5 - Comprimento e distância entre os nós dos rizomas de Halodule 
wrightii, considerando o desenvolvimento entre o início (dia zero) e o fim do 
cultivo (dia 21) nas salinidades 25, 35 e 45. 
 
a. Comprimento do rizoma. b. Distância entre os nós dos rizomas. Médias 
seguidas pelas mesmas letras minúsculas não diferem significativamente entre 
si, ao nível de 5% de probabilidade pelo teste de Tukey. a-N = 12; b-N = 60.  
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Tabela 2 - Características morfológicas dos rizomas (diâmetro), das raízes 
(diâmetro) e das lâminas foliares (largura e espessura) de Halodule wrightii, 
considerando as amostras do ambiente e as amostras cultivadas nas salinidades 
25, 35 e 45.  
 Ambiente 
Salinidade 
25 
Salinidade 
35 
Salinidade 
45 
RIZOMAS      
Diâmetro (µm) * 
1.143,75 ± 
92,88a 
1.120,96 ± 
107,50a 
1.061,68 ± 
125,08a 
1.080,81 ± 
84,83a 
RAÍZES     
Diâmetro (µm) 
363,20 ± 
38,66c 
367,67 ± 
54,15b, c 
363,20 ± 
38,66c 
401,77 ± 
36,64a, b 
LÂMINAS   
    FOLIARES 
 
   
Espessura (µm) 
279,72 ± 
25,22ª 
219,27 ± 
41,21b 
197,88 ± 
41,04b 
193,85 ± 
34,19b 
Largura (µm) 
485,50 ± 
36,24c 
599,60 ± 
55,76a 
542,10 ± 
43,81b 
584,35 ± 
47,93a 
Dados são apresentados em médias ± desvio padrão. N= 20. 
* F não significativo ao nível de 5% de probabilidade pela análise de variância 
ANOVA. Letras diferentes comparadas horizontalmente indicam diferenças 
estatisticamente significativas entre as médias, ao nível de 5% de probabilidade 
pelo teste Tukey. Fonte: Ferreira et al. (2016). 
 
Em relação à anatomia quantitativa interna das lâminas foliares 
(Tabela 3), o número de células no mesofilo apresentou variações 
estatísticas em que o maior número foi obtido nas amostras do ambiente, 
seguido pelas amostras das salinidades 25 e 45, ficando as amostras do 
cultivo controle (salinidade 35) com o menor número. Nas análises da 
espessura do mesofilo e das células epidérmicas, as amostras do 
ambiente também apresentaram os maiores valores médios, com 
diferenças estatísticas significativas em relação às amostras dos cultivos 
nas diferentes salinidades, as quais não tiveram diferenças entre si. Em 
relação à espessura das maiores lacunas do aerênquima, não foram 
observadas variações significativas em nenhuma das amostras dos 
cultivos, inclusive não houve diferenças com as amostras do ambiente. 
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Tabela 3 - Características anatômicas foliares (espessuras dos tecidos 
constituintes e quantidade de células no mesofilo) de Halodule wrightii, 
considerando as amostras do ambiente e as amostras cultivadas nas salinidades 
25, 35 e 45.  
 Ambiente 
Salinidade 
25 
Salinidade 
35 
Salinidade 
45 
Nº de células  
nos mesofilos1 
8,50 ± 1,05ª 
7,50 ± 
1,32b 
6,35 ± 
0,93c 
7,00 ± 
1,03b, c 
Min.=7 
Max.=11 
Min.=5 
Max.=9 
Min.=5 
Max.=8 
Min.=6 
Max.=9 
ESPESSURAS:     
Mesofilos (µm)1 
225,65 ± 
27.30ª 
176,06 ± 
40.62b 
155,64 ± 
36,33b 
154,27 ± 
32,64b 
Maiores  
   lacunas do    
    aerênquima  
                 (µm)1* 
56,31 ± 
9,84ª 
52,92 ± 
12,39ª 
55,89 ± 
13,28ª 
46,90 ± 
11,71ª 
Células 
    epidérmicas   
                  (µm)2** 
31,63 ± 
3,28ª 
25,97 ± 
1,94b 
25,67 ± 
2,50b 
25,29 ± 
1,44b 
Dados são apresentados em médias ± desvio padrão. 1N= 20; 2N=100. 
* F não significativo ao nível de 5% de probabilidade pela análise de variância 
ANOVA. Letras minúsculas diferentes comparadas horizontalmente indicam 
diferenças estatisticamente significativas entre as médias, ao nível de 5% de 
probabilidade pelo teste Tukey (paramétrico) ou **Dunn (não paramétrico). 
Min. = valor mínimo; Max. = valor máximo. Fonte: Ferreira et al. (2016). 
 
 
4.2 ANATOMIA E CITOQUÍMICA 
 
4.2.1 Anatomia e Citoquímica com ATO 
 
4.2.1.1 Raiz 
 
As raízes de H. wrightii apresentaram, em todas as amostras 
analisadas, epiderme unisseriada com paredes delgadas (Fig. 6 a-c), e com 
presença de pêlos radiculares (Fig. 6 a, c); córtex com células 
parenquimáticas, isodiamétricas, de paredes também delgadas e com 
numerosos espaços intercelulares (Fig. 6 a, d); e cilindro vascular reduzido, 
com uma lacuna central rodeada por elementos de tubo crivado do floema 
(Fig. 6 d). A camada mais externa do córtex era diferenciada, formando a 
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exoderme (Fig. 6 a-c). Idioblastos contendo compostos fenólicos foram 
encontrados no córtex, na camada interna à exoderme (Fig. 6 b).  
  
Figura 6 – Anatomia geral da raiz de Halodule wrightii.  
 
a-d. Fotomicrografias de secções transversais da raiz tratadas com Azul de 
Toluidina. a. Aspecto geral da raiz. b. Detalhe da epiderme e exoderme com 
paredes delgadas; idioblasto com compostos fenólicos (estrelas) na região cortical 
abaixo da exoderme. c. Detalhe do pelo radicular. d. Cilindro vascular com lacuna 
central e elementos de tubo crivado distribuídos ao redor da lacuna. Legenda: CV-
cilindro vascular; Cx-córtex; Ep-epiderme; EI-espaço intercelular; ETC-elemento de 
tubo crivado; Ex-exoderme; La-lacuna; PR-pelo radicular; Pr-parênquima.  
 
 Nas secções transversais das raízes de H. wrightii, de todos os 
cultivos nas diferentes salinidades e do ambiente, foram observadas apenas 
pequenas variações anatômicas entre os espécimes (Fig. 7 a-d). O que 
modificou foi a quantidade de camadas celulares no córtex, bem como a 
espessura destas, em que as amostras do ambiente e das salinidades 25 e 35 
possuíam de 5 a 6 camadas de células, ao passo que as amostras cultivadas 
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na salinidade 45 continham de 6 a 7 camadas, e com células aparentemente 
mais espessas (Fig. 7 a-d). Além disso, a exoderme aparentou ser mais 
espessa também na salinidade 45. Pelos radiculares foram observados em 
todos os espécimes analisados (Fig. 7 a-d; Fig 8 a-d)), entretanto, 
apareceram em maior quantidade nas amostras da salinidade 45 (Fig. 7 
d). Estes apresentaram reação metacromática ao ATO no citoplasma, 
com coloração púrpura e sem reação ao cloreto férrico, confirmando a 
presença de polissacarídeos ácidos, sendo mais intensa a reação nas 
amostras das salinidades 35 e 45 (Fig. 8 c-d). 
 
Figura 7 – Anatomia comparada da raiz de Halodule wrightii de amostras do 
ambiente com as amostras cultivadas nas salinidades 25, 35 e 45. 
 
a-d. Fotomicrografias de secções transversais da raiz, tratadas com Azul de 
Toluidina, de amostras do ambiente (a) e amostras cultivadas nas salinidades 25 
(b), 35 (c) e 45 (d). Nota-se o aumento das camadas celulares do córtex e dos 
pelos radiculares na salinidade 45 (d). Legenda: CV-cilindro vascular; Ep-
epiderme; Ex-exoderme; Cx-córtex; PR-pelo radicular.  
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Figura 8 – Citoquímica dos pelos radiculares da raiz de Halodule wrightii, com 
Azul de Toluidina (ATO), de amostras do ambiente e de amostras cultivadas nas 
salinidades 25, 35 e 45. 
 
a-d. Fotomicrografias de secções transversais da raiz de amostras do ambiente (a) 
e amostras cultivadas nas salinidades 25 (b), 35 (c) e 45 (d). Nota-se o citoplasma 
dos pelos radiculares com reação metacromática ao ATO (estrela), sendo esta reação 
mais intensa nas amostras das salinidades 35 (c) e 45 (d). Legenda: Ep-epiderme; 
PR-pelo radicular.  
 
  Idioblastos foram encontrados nas amostras do ambiente e nas 
amostras cultivadas nas diferentes salinidades (Fig. 9 a-h). O conteúdo 
vacuolar destes idioblastos reagiu de forma metacromática ao ATO, 
apresentando uma coloração esverdeada. Essas regiões também 
reagiram ao cloreto férrico, evidenciando a presença de compostos 
fenólicos.  
  O citoplasma de outras células parenquimáticas do córtex também 
reagiu metacromaticamente ao ATO, no entanto com uma coloração 
púrpura e sem reação ao cloreto férrico, confirmando a presença de 
polissacarídeos ácidos. Em maior proporção, tais células foram 
encontradas nas amostras do ambiente (Fig. 9 a). A camada exodérmica 
também reagiu com uma coloração púrpura ao ATO, com reação mais 
intensa nas amostras da salinidade 45 (Fig. 9 h).  
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Figura 9 - Citoquímica do córtex e da exoderme da raiz de Halodule wrightii, 
com Azul de Toluidina (ATO), de amostras do ambiente e de amostras 
cultivadas nas salinidades 25, 35 e 45. 
 
a-h. Fotomicrografias de secções transversais da raiz de amostras do ambiente (a, 
e) e amostras cultivadas nas salinidades 25 (b, f), 35 (c, g) e 45 (d, h). a-d. 
Detalhe da região cortical mostrando idioblastos com compostos fenólicos (seta 
preta) em todas as amostras e citoplasma de algumas células parenquimáticas das 
amostras do ambiente (a) com reação metacromática ao ATO (estrela). e-h. 
Detalhe da exoderme e dos idioblastos com compostos fenólicos (seta preta) 
localizados na região cortical interna à exoderme; citoplasma das células da 
exoderme das amostras da salinidade 45 (h) mostraram reação intensa ao ATO 
(estrela). Legenda: CV-cilindro vascular; Ep-epiderme; Ex-exoderme; Id-
idioblasto; Pr-parênquima.  
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4.2.1.2 Rizoma 
 
Os rizomas de H. wrightii, em secção transversal, não 
apresentaram variações anatômicas entre as amostras cultivadas nas 
diferentes salinidades e nem em relação às amostras do ambiente (Fig. 
10 a-d).  
 
Figura 10 - Anatomia comparada do rizoma de Halodule wrightii de amostras do 
ambiente com as amostras cultivadas nas salinidades 25, 35 e 45. 
 
a-d. Fotomicrografias de secções transversais do rizoma, tratadas com Azul de 
Toluidina, de amostras do ambiente (a) e amostras cultivadas nas salinidades 25 
(b), 35 (c) e 45 (d). Legenda: Ae-lacuna do aerênquima; CV-cilindro vascular; 
Cx-córtex; Ep-epiderme; TF-traço foliar.  
 
A epiderme seguiu um padrão de tamanho uniforme, com 
presença de paredes celulares periclinais externas e internas espessas em 
todas as amostras (Fig. 11 a-d). As paredes celulares epidérmicas 
apresentaram reação metacromática ao ATO, com coloração azul 
esverdeada em toda a parede periclinal externa, na anticlinal e uma 
reação intensa na periclinal interna em todas as amostras (Fig. 11 a-d). 
Estas regiões também reagiram ao cloreto férrico, evidenciando a 
presença de compostos fenólicos. 
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Figura 11 – Anatomia do rizoma de Halodule wrightii, evidenciando a epiderme de 
amostras do ambiente e de amostras cultivadas nas salinidades 25, 35 e 45. 
 
a-d. Fotomicrografias de secções transversais do rizoma, tratadas com Azul de 
Toluidina, de amostras do ambiente (a) e amostras cultivadas nas salinidades 25 
(b), 35 (c) e 45 (d). Nota-se a presença de paredes celulares periclinais externas e 
internas espessadas (seta branca) nas células epidérmicas de todas as amostras. 
Legenda: Cx-córtex; Ep-epiderme.  
 
Na epiderme dos rizomas de H. wrightii foram observadas 
grandes quantidades de idioblastos, e somente neste tecido. Estes 
idioblastos foram localizados em maior proporção nas amostras do 
ambiente e da salinidade 25 (Fig. 12 a-b). O conteúdo vacuolar dos 
idioblastos reagiu metacromaticamente ao ATO, com coloração azul 
esverdeada, e ao cloreto férrico, confirmando a presença de compostos 
fenólicos. 
As paredes celulares de algumas células colenquimáticas do 
córtex das amostras provenientes da salinidade controle (35) reagiram 
metacromaticamente e de forma intensa ao ATO (Fig. 12 c) e ao cloreto 
férrico, evidenciando também a presença de compostos fenólicos. Já o 
citoplasma de algumas células parenquimáticas do córtex teve reação ao 
ATO, no entanto, com uma coloração púrpura e sem reação ao cloreto 
63 
 
férrico, confirmando a presença de polissacarídeos ácidos. Em maior 
proporção estas células foram encontradas nas amostras da salinidade 45 
(Fig. 12 d).  
Compostos fenólicos, os quais reagiram ao ATO e cloreto férrico, 
foram visualizados nos traços foliares das amostras da salinidade controle 
(35) (Fig. 12 c) e 45 (Fig. 12 e). Estes compostos também foram visualizados 
na lacuna de protoxilema do cilindro vascular das amostras da salinidade 
45; no entanto, nas demais amostras isto não foi observado (Fig. 13 a-d). 
 
Figura 12 – Citoquímica da epiderme e do córtex do rizoma de Halodule wrightii, 
com Azul de Toluidina (ATO), de amostras do ambiente e de amostras 
cultivadas nas salinidades 25, 35 e 45. 
 
a-e. Fotomicrografias de secções transversais do rizoma de amostras do ambiente 
(a) e amostras cultivadas nas salinidades 25 (b), 35 (c) e 45 (d-e). a-b. Epiderme 
com idioblastos contendo compostos fenólicos nas amostras do ambiente (a) e da 
salinidade 25 (b); córtex com reação metacromática ao ATO no colênquima 
(estrela) das amostras da salinidade 25 (b). c. Amostra da salinidade controle (35) 
mostrando células colenquimáticas de paredes espessadas e com compostos 
fenólicos (seta branca); detalhe do traço foliar com células contendo compostos 
fenólicos em seus citoplasmas (seta preta). d. Amostra da salinidade 45 mostrando 
reação metacromática ao ATO nas células parenquimáticas do córtex (estrela). e. 
Detalhe do traço foliar de amostra da salinidade 45 com presença de compostos 
fenólicos (seta preta). Legenda: Co-colênquima; Ep-epiderme; Id-idioblasto; Pr-
parênquima; TF-traço foliar. 
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Figura 13 – Citoquímica do sistema vascular do rizoma de Halodule wrightii, 
com Azul de Toluidina (ATO), de amostras do ambiente e de amostras 
cultivadas nas salinidades 25, 35 e 45. 
 
a-d. Fotomicrografias de secções transversais do rizoma de amostras do ambiente 
(a) e amostras cultivadas nas salinidades 25 (b), 35 (c) e 45 (d). a-c. Ausência de 
compostos fenólicos na lacuna de protoxilema do cilindro vascular de amostra do 
ambiente (a), salinidade 25 (b) e 35 (c). d. Detalhe do cilindro vascular de amostra da 
salinidade 45 com presença de compostos fenólicos na lacuna de protoxilema (seta 
preta); células da endoderme com reação metacromática ao ATO (estrela). Legenda: 
Ae-lacuna do aerênquima; Ed-Endoderme; LPx-lacuna do protoxilema; Pr-
parênquima.  
 
4.2.1.3 Lâmina Foliar 
 
As lâminas foliares de H. wrightii, em secção transversal, 
apresentaram apenas variações anatômicas pontuais entre as amostras do 
ambiente com as amostras dos cultivos nas diferentes salinidades. Foram 
visíveis diferenças apenas na espessura e largura das lâminas foliares 
(Fig. 14 a-d), sendo mais espessa nas amostras do ambiente (Fig. 14 a) e 
mais larga nas amostras da salinidade 25 (Fig. 14 b) e 45 (Fig. 14 d), 
como já descrito no item 4.1 (taxas de crescimento e análise 
morfológica).  
O conteúdo citoplasmático das células epidérmicas de todas as 
amostras reagiu fortemente ao ATO com uma coloração púrpura e 
uniforme (Fig. 15 a-h), evidenciando grande concentração de 
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polissacarídeos ácidos. Nas amostras das salinidades 25 e 45 foi observada 
também reação diferenciada ao ATO em pequenos pontos da epiderme 
(Fig. 15 b, d), com coloração esverdeada. Esta região também reagiu com 
cloreto férrico, comprovando a presença de compostos fenólicos. 
 
Figura 14 - Anatomia comparada da lâmina foliar de Halodule wrightii de 
amostras do ambiente com as amostras cultivadas nas salinidades 25, 35 e 45. 
 
a-d. Fotomicrografias de secções transversais da lâmina foliar, tratadas com Azul 
de Toluidina, de amostras do ambiente (a) e amostras cultivadas nas salinidades 
25 (b), 35 (c) e 45 (d). Nota-se maior espessura da lâmina foliar nas amostras do 
ambiente (a), e maior largura nas amostras das salinidades 25 (b) e 45 (d). 
Legenda: Ae-lacuna do aerênquima; Ep-epiderme; FV-feixe vascular; Me-
mesofilo; NC-nervura central.  
 
O citoplasma de algumas células do mesofilo também teve reação 
metacromática ao ATO com uma coloração púrpura e sem reação ao 
cloreto férrico, confirmando a presença de polissacarídeos ácidos. Estas 
células foram encontradas, em maior proporção, nas amostras cultivadas 
na salinidade 25 (Fig. 15 b, f) seguido pelas amostras da salinidade 45 
(Fig. 15 h). 
O conteúdo vacuolar dos idioblastos, que ocorrem nas células 
clorenquimáticas próximas à epiderme (Fig. 15 e-h), obteve reação 
diferenciada ao ATO, com coloração esverdeada e reação positiva ao 
cloreto férrico, evidenciando a presença de compostos fenólicos. Tais 
idioblastos foram encontrados em igual proporção em todas as amostras 
analisadas. 
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Figura 15 – Citoquímica da epiderme e do mesofilo da lâmina foliar de Halodule 
wrightii, com Azul de Toluidina (ATO), de amostras do ambiente e de amostras 
cultivadas nas salinidades 25, 35 e 45. 
 
a-h. Fotomicrografias de secções transversais da lâmina foliar de amostras do 
ambiente (a, e) e amostras cultivadas nas salinidades 25 (b, f), 35 (c, g) e 45 (d, 
h). Nota-se citoplasma da epiderme com reação metacromática ao ATO em 
todas as amostras e presença de compostos fenólicos (seta pequena) nas 
amostras da salinidade 25 (b) e 45 (d); citoplasma de algumas células 
clorenquimáticas com reação metacromática ao ATO (estrela) nas amostras da 
salinidade 25 (b, f) e na salinidade 45 (h); bordo foliar evidenciando idioblasto 
com compostos fenólicos (seta grande) no mesofilo de todas as amostras. 
Legenda: Cl-clorênquima; Ep-epiderme; FV-feixe vascular; Id-idioblasto.  
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4.2.2 Citoquímica com PAS e CBB: Raiz, Rizoma e Lâmina Foliar 
 
 As paredes celulares de todos os tecidos, tanto nas raízes quanto 
nos rizomas e lâminas foliares, em todas as amostras analisadas, 
reagiram ao PAS (Fig. 16 a-m), e como já mencionado, também ao 
ATO, confirmando a presença de polissacarídeos tanto neutros como 
ácidos nestas regiões.  
A análise histoquímica com PAS revelou a presença de pequenos 
grãos de amido na região mais interna do córtex das raízes, com maior 
concentração nas amostras referentes às salinidades 35 (Fig. 16 d) e 45 
(Fig. 16 e). Grãos de amido também foram encontrados no córtex dos 
rizomas de todas as amostras, estes de maior tamanho comparados com os 
das raízes (Fig. 16 f-i). Nas amostras dos rizomas provenientes da salinidade 
25 observou-se uma menor concentração desses grãos (Fig. 16 g). Nas 
lâminas foliares não foram visualizados grãos de amido (Fig. 16 j-m). 
As células epidérmicas das lâminas foliares mostraram reação 
positiva ao PAS no citoplasma (Fig. 16 j-m), com diferentes reações nas 
amostras da salinidade 45 (Fig. 16 m), em que algumas células tiveram 
reação fraca, enquanto outras apresentaram reação intensa. 
Através do teste histoquímico com CBB, foi possível detectar a 
presença de proteínas na parede celular periclinal externa das células 
epidérmicas das raízes (Fig. 17 a, c, e, g), dos rizomas (Fig. 17 i-l) e das 
lâminas foliares (Fig. 17 m-p) em todas as amostras analisadas. O 
citoplasma e paredes celulares dos pêlos radiculares reagiram também 
positivamente ao CBB (Fig. 17 b, d, f, h). 
Foi observada ainda uma reação fraca ao CBB no citoplasma das 
células da epiderme e do córtex das raízes (Fig. 17 a, c, e, g) e dos 
rizomas (Fig. 17 i-l), evidenciado pouca concentração de proteínas nestas 
regiões. Já os citoplasmas das células epidérmicas das lâminas foliares 
apresentaram reação intensa ao CBB (Fig. 17 m-p), principalmente nas 
amostras do ambiente (Fig. 17 m), sendo mais fraca nas amostras da 
salinidade 45 (Fig. 17 p). O citoplasma das células clorenquimáticas do 
mesofilo das lâminas foliares, por sua vez, teve pouca reação ao CBB 
(Fig. 17 m-p).  
  O conteúdo das células epidérmicas das lâminas foliares reagiu 
intensamente ao ATO (Fig. 15), ao PAS (Fig. 16 j-m) e ao CBB (Fig. 17 
m-p), evidenciando grande concentração de polissacarídeos ácidos, 
neutros e proteínas nesta região. O conteúdo vacuolar dos idioblastos 
reagiu somente ao ATO e ao cloreto férrico, não reagindo ao PAS e ao 
CBB, indicando presença de compostos fenólicos e ausência de 
polissacarídeos neutros e proteínas.  
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Figura 16 – Citoquímica de secções transversais da raiz, do rizoma e da lâmina 
foliar de Halodule wrightii, com Ácido Periódico de Schiff (PAS), de amostras 
do ambiente e de amostras cultivadas nas salinidades 25, 35 e 45. 
 
a-e. Detalhe da epiderme e córtex da raiz de amostra do ambiente (a) e amostras 
das salinidades 25 (b), 35 (c-d) e 45 (e) mostrando reação positiva ao PAS nas 
paredes celulares; grão de amidos (seta) observados nas salinidades 35 (d) e 45 
(e). f-i. Detalhe da epiderme e córtex do rizoma de amostra do ambiente (f) e 
das salinidades 25 (g), 35 (h) e 45 (i) mostrando reação positiva ao PAS nas 
paredes celulares; grão de amidos (seta) presentes em todas as amostras, com 
menor concentração na salinidade 25 (g). j-m. Detalhe da epiderme e mesofilo 
da lâmina foliar de amostra do ambiente (j) e das salinidades 25 (k), 35 (l) e 45 
(m) mostrando reação positiva ao PAS nas paredes celulares e no citoplasma 
das células epidérmicas, com diferentes reações na salinidade 45 (m), onde 
algumas células tiveram pouca reação enquanto outras apresentaram reação 
intensa (estrela). Legenda: Ae-lacuna do aerênquima; Cl-clorênquima; Co-
colênquima; Ei-espaço intercelular; Ep-epiderme; Id-idioblasto; NC-nervura 
central; Pr-parênquima; TF-traço foliar.  
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Figura 17 - Citoquímica de secções transversais da raiz, do rizoma e da lâmina 
foliar de Halodule wrightii, com Azul Brilhante de Coomassie (CBB), de 
amostras do ambiente e de amostras cultivadas nas salinidades 25, 35 e 45. 
 
a-h. Detalhe da epiderme e córtex da raiz de amostra do ambiente (a-b) e das 
salinidades 25 (c-d), 35 (e-f) e 45 (g-h) mostrando reação positiva ao CBB nas 
paredes celulares periclinais externas da epiderme (seta branca) e no citoplasma dos 
pelos radiculares (estrela) em todas as amostras; e idioblastos com compostos 
fenólicos (seta preta) no córtex. i-l. Detalhe da epiderme e córtex do rizoma de 
amostra do ambiente (i) e das salinidades 25 (j), 35 (k) e 45 (l) mostrando paredes 
celulares periclinais externas da epiderme com reação positiva ao CBB (seta 
branca); idioblastos com compostos fenólicos (estrela) nas amostras do ambiente (i); 
compostos fenólicos nas paredes celulares periclinais internas (seta preta) em todas 
as amostras, com menor intensidade na salinidade 25 (j); paredes celulares das 
células colenquimáticas com presença de compostos fenólicos (seta preta) nas 
salinidades 35 (k) e 45 (l). m-p. Detalhe da epiderme e mesofilo da lâmina foliar de 
amostra do ambiente (m) e das salinidades 25 (n), 35 (o) e 45 (p) mostrando 
paredes celulares periclinais externas e citoplasma das células epidérmicas com 
reação positiva ao CBB em todos as amostras, com menor intensidade nos 
citoplasmas das amostras da salinidade 45 (p). Legenda: Ae-lacuna do aerênquima; 
Cl-clorênquima; Co-colênquima; Ep-epiderme; PR-pelo radicular; Pr-parênquima.  
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4.3 IMUNOFLUORESCÊNCIA DE ARABINOGALACTANA-
PROTEÍNA (AGP) 
 
Os epítopos de AGPs, reconhecidos pelo anticorpo primário 
JIM13, foram detectados nos feixes vasculares da lâmina foliar de todas 
as amostras analisadas (Fig. 18 a-d). Estes epítopos também foram 
reconhecidos nas células epidérmicas das amostras do ambiente (Fig. 18 
e) e das amostras cultivadas na salinidade 25 (Fig. 18 f) e 45 (Fig. 18 h). 
No entanto, amostras da salinidade 25 mostraram fluorescência fraca 
após a aplicação de JIM13 (Fig. 18 f) e apenas no citoplasma, já as 
amostras da salinidade 45 apresentaram fluorescência intensa no 
citoplasma e também na membrana plasmática (Fig. 18 h). Nas amostras 
cultivadas na salinidade 35 (salinidade controle) estes epítopos de AGPs 
não foram detectáveis na região da epiderme (Fig. 18 g).  
As amostras de controle negativo (aquelas que não tiveram 
contato com o anticorpo JIM13) corroboraram o resultado observado da 
lâmina foliar de H. wrightii, pois não apresentaram fluorescência na 
epiderme e nem na região do mesofilo (Fig. 18 i-l). 
 
4.4 AUTOFLUORESCÊNCIA DOS CLOROPLASTOS DA 
LÂMINA FOLIAR 
 
 A análise da autofluorescência dos cloroplastos da lâmina foliar, em 
microscopia confocal, revelou uma fluorescência intensa e homogênea nas 
amostras do ambiente (Fig. 19 a-b) e nas amostras cultivadas nas 
salinidades 25 (Fig. 19 c-d) e 35 (Fig. 19 e-f). Entretanto, as amostras 
provenientes da salinidade 45 demonstraram falta de homogeneidade na 
fluorescência, em que algumas células tiveram fluorescência intensa, e 
outras apresentaram pouca fluorescência (Fig. 19 g-h).  
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Figura 18 - Imunolocalização de epítopos de Arabinogalactana-proteína (AGP), 
reconhecidos pelo anticorpo monoclonal JIM13, na lâmina foliar de Halodule wrightii 
de amostras do ambiente e de amostras cultivadas nas salinidades 25, 35 e 45. 
 
a-l. Fotomicrografias de secções transversais da lâmina foliar, realizadas em 
microscoscopia de fluorescência, com anticorpo secundário FITC. a-d. Detalhe 
do feixe vascular de amostra do ambiente (a) e das salinidades 25 (b), 35 (c) e 
45 (d) com intensa fluorescência, confirmando a presença de AGPs nesta região. 
e. Detalhe da epiderme de amostra do ambiente com intensa fluorescência no 
citoplasma (setas), confirmando a presença de AGPs nesta região. f. Detalhe da 
epiderme de amostra da salinidade 25 com fluorescência fraca no citoplasma 
(setas), mostrando pouca quantidade AGPs nesta região. g. Detalhe da epiderme 
de amostra da salinidade controle (35) sem fluorescência, não sendo detectado a 
presença de epítopos de AGPs nesta região. h. Detalhe da epiderme de amostra 
da salinidade 45 com intensa fluorescência no citoplasma e na membrana 
plasmática (setas), evidenciando presença de AGPs nestas regiões. i-l. Controle 
negativo da reação de AGPs mostrando ausência de fluorescência na epiderme e 
no feixe vascular de amostras do ambiente (i) e das salinidades 25 (j), 35 (k) e 
45 (l). Legenda: Ep-epiderme; FV-feixe vascular.  
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Figura 19 - Autofluorescência dos cloroplastos da epiderme da lâmina foliar de 
Halodule wrightii de amostras do ambiente e de amostras cultivadas nas 
salinidades 25, 35 e 45. 
 
a-h. Fotomicrografias de secções paradérmicas da epiderme da lâmina foliar, 
realizadas em microscoscopia confocal, de amostras do ambiente (a-b) e 
amostras cultivadas nas salinidades 25 (c-d), 35 (e-f) e 45 (g-h), mostrando a 
autofluorescência dos cloroplastos (vermelho) e marcação do núcleo com DAPI 
(azul). Nota-se células epidérmicas com enfraquecimento da autofluorescência 
do cloroplasto na salinidade 45 (seta).  
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4.5 ANÁLISE ULTRAESTRUTURAL  
 
4.5.1 Organização Celular da Raiz 
 
  Secções transversais das raízes de H. wrightii, observadas no 
MET, mostraram células epidérmicas com paredes celulares periclinais 
externas bem delgadas (Fig. 20 a-d). Em todas as amostras, estas 
paredes apresentaram zonas distintas com presença de material 
eletrondenso na porção mais externa (Fig. 20 a-d), o qual parece 
corresponder à deposição de proteína observada na figura 17 (a, c, e, g). 
As amostras da salinidade 45, além dessa camada eletrondensa, 
apresentaram outra na região mais interna desta parede (Fig. 20 d). 
  Idioblastos contendo material eletrondenso, que correspondem 
aos compostos fenólicos observados na Fig. 9 (a-h), estão presentes em 
todas as amostras na camada do córtex interno à exoderme (Fig. 20 e-h). 
Nas amostras da salinidade 45, os idioblastos apresentaram menor 
concentração de material eletrondenso (Fig. 20 h), sendo que, nesta 
salinidade e na salinidade controle (35), o material eletrondenso foi do 
tipo granular (Fig. 20 g-h), ao passo que nas amostras do ambiente e da 
salinidade 25 este material era mais condensado (Fig. 20 e-f).  
  Nas células mais internas do córtex foi visualizada a presença de 
material eletrondenso dentro de grandes vacúolos, sendo encontrados 
principalmente nas amostras do ambiente (Fig. 20 i). Este material tinha 
aparência diferente dos idioblastos, e pela localização, parecem 
corresponder às células que tiveram reação metacromática ao ATO com 
coloração púrpura (Fig. 9 a), que evidencia a presença de 
polissacarídeos ácidos. 
 
4.5.2 Organização Celular do Rizoma 
 
Secções transversais dos rizomas de H. wrightii, observados no 
MET, revelaram, em todas as amostras analisadas, células epidérmicas com 
paredes periclinais internas e externas espessas (Fig. 21 a-h). Nas paredes 
celulares periclinais externas da epiderme foi visualizada a presença de 
material eletrondenso nas amostras do ambiente e nas amostras das 
salinidades 35 e 45 (Fig. 21 a, c-d), as amostras da salinidade 25, no 
entanto, não apresentaram esta impregnação (Fig. 21 b). Em relação ao 
espessamento dessa parede, as amostras da salinidade 45 obtiveram o 
maior espessamento (Fig. 21 d), seguido pelas amostras do ambiente 
(Fig. 21 a). Já em relação à parede celular periclinal interna da 
epiderme, as amostras da salinidade 45 foram as que apresentaram 
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menor espessamento (Fig. 21 h). Material eletrondenso também foi 
encontrado impregnado nessa parede (Fig. 21 e, g-h), sendo as amostras 
da salinidade 25 as únicas que não apresentaram tal impregnação (Fig. 
21 f). Estes materiais eletrondensos correspondem aos compostos fenólicos 
observados nas paredes celulares epidérmicas do rizoma da figura 12. 
Idioblastos da epiderme contendo material eletrondenso, que 
correspondem aos compostos fenólicos observados na Figura 12 (a-b), 
foram observados em todas as amostras (Fig. 21 i-l). 
 
Figura 20 – Organização celular da raiz de Halodule wrightii de amostras do 
ambiente e de amostras cultivadas nas salinidades 25, 35 e 45.  
 
a-i. Eletromicrografias de transmissão de secções transversais da raiz de 
amostras do ambiente (a, e, i) e amostras cultivadas nas salinidades 25 (b, f), 35 
(c, g) e 45 (d, h). a-d. Detalhe da parede celular periclinal externa da epiderme 
de amostra do ambiente (a) e das salinidades 25 (b), 35 (c) e 45 (d) mostrando 
zonas distintas com presença de material eletrondenso na porção mais externa 
desta parede (seta branca). Nas amostras da salinidade 45 (d) observa-se 
também outra camada eletrondensa na região mais interna desta parede (estrela). 
e-h. Detalhe de idioblastos do córtex, anexos à exoderme, de amostra do 
ambiente (e) e das salinidades 25 (f), 35 (g) e 45 (h) mostrando grande vacúolo 
com material eletrondenso (seta preta). Nota-se que nas salinidades 35 (g) e 45 
(h) o material eletrondenso é mais granular (seta preta). i. Células do córtex com 
conteúdo eletrondenso nos grandes vacúolos. Legenda: Ci-citoplasma; EI-
espaço intercelular; PC-parede celular; Va-vacúolo; Ve-vesícula.  
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Figura 21 – Organização celular do rizoma de Halodule wrightii de amostras do 
ambiente e de amostras cultivadas nas salinidades 25, 35 e 45.  
 
a-l. Eletromicrografias de transmissão de secções transversais do rizoma de 
amostras do ambiente (a, e, i) e amostras cultivadas nas salinidades 25 (b, f, j), 
35 (c, g, k) e 45 (d, h, l). a-d. Detalhe da parede celular periclinal externa 
mostrando zonas distintas com porções eletrondensa (setas) nas amostras do 
ambiente (a) e das salinidades 35 (c) e 45 (d). Nota-se a ausência dessas regiões 
eletrondensas nas amostras da salinidade 25 (b). e-h. Detalhe da parede celular 
periclinal interna com porções eletrondensas (setas) também nas amostras do 
ambiente (e) e das salinidades 35 (g) e 45 (h). Nota-se também a ausência dessas 
regiões eletrondensas nas amostras da salinidade 25 (f). i-l. Detalhe do citoplasma 
de idioblastos de amostra do ambiente (i) e das salinidades 25 (j), 35 (k) e 45 (l) 
com material eletrondenso condensado (estrela). Legenda: Cx-córtex; Ep-
epiderme; PC-parede celular; Va-vacúolo; Ve-vesícula.  
 
4.5.3 Organização Celular da Lâmina Foliar 
 
 Secções transversais das lâminas foliares de H. wrightii, observadas 
no MET, revelaram, em todas as amostras, células epidérmicas com 
paredes celulares periclinais externas espessas em relação à parede 
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periclinal interna. Acima da parede periclinal externa da epiderme 
observou-se a cutícula conspícua formando uma camada fina com a 
presença de microporos e pequenas cavidades subcuticulares (Fig. 22   
a-h). Notou-se que as amostras do ambiente possuíam paredes bem mais 
espessas (Fig. 22 a). Nas amostras dos cultivos não foram visualizadas 
diferenças na espessura dessa parede, no entanto, na salinidade 45 foi 
observada uma deposição de material eletrondenso na região mais interna 
(Fig. 22 d). Material eletrondenso também foi encontrado na região próxima 
às pequenas cavidades subcuticulares das amostras das salinidades 35 (Fig. 
22 g) e 45 (Fig. 22 h).  
 
Figura 22 – Organização celular da lâmina foliar de Halodule wrightii, 
evidenciando as paredes celulares periclinais externas das células epidérmicas, de 
amostras do ambiente e de amostras cultivadas nas salinidades 25, 35 e 45.  
 
a-h. Eletromicrografias de transmissão de secções transversais da epiderme da 
lâmina foliar de amostras do ambiente (a, e) e amostras cultivadas nas 
salinidades 25 (b, f), 35 (c, g) e 45 (d, h). a-d. Detalhe da parede com ausência de 
porções eletrondensas nas amostras do ambiente (a) e das salinidades 25 (b) e 35 (c); 
amostras da salinidade 45 (d) com região eletrondensa (seta) na porção mais 
interna desta parede. e-h. Detalhe da cutícula com ausência de material 
eletrondenso nas amostras do ambiente (e) e da salinidade 25 (f); nas amostras das 
salinidades 35 (g) e 45 (h) observa-se material eletrondenso próximo às pequenas 
cavidades subcuticulares (seta). Legenda: Ct-cutícula; PC-parede celular.  
 
  As células epidérmicas exibiram grandes expansões nas paredes 
celulares seguidas de invaginações da membrana plasmática em todas as 
amostras analisadas (Fig 23 a-h). Estas expansões foram observadas em 
menores proporções nas amostras da salinidade 25 (Fig. 23 c-d). Tais 
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expansões foram encontradas ainda nas paredes celulares anticlinais, 
que por vezes também atingiam as paredes periclinais externas e 
internas. Próximo às expansões, foram encontradas mitocôndrias e 
pequenas vesículas. Nas células do mesofilo não foram encontradas 
estas expansões, mesmo naquelas em contato direto com a epiderme. 
  Além dessas expansões, foi encontrada, também, nas amostras da 
salinidade 45, grande retração da membrana plasmática, ocupando 
grande parte do citoplasma (Fig. 23 g-h), e com aparente deposição de 
compostos no espaço criado entre a membrana plasmática e a parede 
celular (Fig. 23 h).  
  Na epiderme de todas as amostras puderam ser identificados 
hidropótios contendo muitas mitocôndrias, vesículas e grandes projeções 
da parede celular, principalmente da periclinal externa, seguidas de 
invaginações da membrana plasmática (Fig. 24 a-d). Nesta célula, a 
parede celular periclinal externa era até três vezes mais espessada do 
que as das demais células epidérmicas. Hidropótios foram encontrados 
em maior quantidade nas amostras da salinidade 45, sendo que estes 
também apresentaram um número maior de invaginações da membrana 
plasmática, ocupando quase todo o citoplasma (Fig. 24 d).  
   Foram visualizados, também, nas células epidérmicas de todas as 
amostras, muitos cloroplastos distribuídos em todo citoplasma, com 
concentração maior na região periférica externa (Fig. 25 a, d, g, j). Os 
cloroplastos epidérmicos possuíam formato elíptico com tilacoides 
organizados e ausência de grãos de amido (Fig. 25 a-l). Estes 
cloroplastos se apresentam em maior quantidade e bem maiores que os 
cloroplastos do mesofilo (até quatro vezes mais). 
Na salinidade 45, as amostras apresentaram uma menor 
quantidade de cloroplastos na epiderme (Fig. 25 j), além de serem de 
menor tamanho também; por outro lado, estes cloroplastos apresentaram 
um maior número de tilacoides por granum (Fig. 25 l). Plastoglóbulos 
foram visualizados nos cloroplastos epidérmicos de todas as amostras, 
com maior quantidade nas amostras do ambiente (Fig 25 b-c) e da 
salinidade 45 (Fig. 25 k).  
 
 
 
 
 
 
 
78 
 
Figura 23 – Organização celular da epiderme da lâmina foliar de Halodule wrightii 
de amostras do ambiente e de amostras cultivadas nas salinidades 25, 35 e 45.  
 
a-h. Eletromicrografias de transmissão de secções transversais da epiderme da 
lâmina foliar mostrando detalhes das expansões da parede celular com invaginações 
da membrana plasmática (estrela) de amostras do ambiente (a-b) e amostras 
cultivadas nas salinidades 25 (c-d), 35 (e-f) e 45 (g-h). Nota-se menores expansões 
nas amostras da salinidade 25 (c-d) e grande retração da membrana plasmática na 
salinidade 45 (g-h). Legenda: C-cloroplasto; M-mitocôndria; N-núcleo; PC-parede 
celular; Ve-vesícula. Fonte: Adaptado de Ferreira et al. (2016). 
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Figura 24 – Organização celular da epiderme da lâmina foliar de Halodule 
wrightii, evidenciando os hidropótios de amostras do ambiente e de amostras 
cultivadas nas salinidades 25, 35 e 45.  
 
a-c. Eletromicrografias de transmissão de secções transversais da epiderme da 
lâmina foliar de amostras do ambiente (a) e amostras cultivadas nas salinidades 
25 (b), 35 (c) e 45 (d) mostrando detalhes de hidropótios com expansões da 
parede celular e invaginações da membrana plasmática (estrela). Nota-se maior 
expansão da membrana plasmática e parede celular nos hidropótios das 
amostras da salinidade 45 (d). Legenda: M-mitocôndria; PC-parede celular; Ve-
vesícula. Fonte: Adaptado de Ferreira et al. (2016). 
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Figura 25 – Detalhe dos cloroplastos epidérmicos da lâmina foliar de Halodule 
wrightii de amostras do ambiente e de amostras cultivadas nas salinidades 25, 35 e  45.  
 
a-l. Eletromicrografias de transmissão de secções transversais da epiderme da 
lâmina foliar de amostras do ambiente (a-c) e amostras cultivadas nas 
salinidades 25 (d-f), 35 (g-i) e 45 (j-l). Notam-se células com um menor número 
de cloroplastos nas amostras da salinidade 45 (j); plastoglóbulos nas amostras do 
ambiente (b-c) e da salinidade 45 (k) (setas); e cloroplastos com um maior número 
de tilacoides por granum nas amostras da salinidade 45 (l). Legenda: Cl-
clorênquima; C-cloroplasto; Ep-epiderme; H-hidropótio; N-núcleo; PC-parede 
celular; Va-vacúolo. Fonte: Ferreira et al. (2016). 
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4.6 ANÁLISES BIOQUÍMICAS 
 
4.6.1 Concentração de Pigmentos Fotossintéticos (Clorofila a, b) 
 
 Em relação às concentrações de clorofilas das lâminas foliares 
(Tabela 4), verificou-se que as amostras do ambiente apresentaram o 
maior valor médio de clorofila a e as amostras da salinidade 45 o menor 
valor, sendo estas diferenças significativas em relação às demais 
amostras. Entre as amostras das salinidades 25 e 35 não houve 
diferenças significativas. 
  As concentrações de clorofila b foram significativamente mais 
elevadas nas amostras do ambiente e da salinidade 25, sem diferenças 
significativas entre estas. Valores significativamente menores foram 
encontrados também nas amostras da salinidade 45 (Tabela 4). 
   Os teores de clorofila total (clorofila a + clorofila b) foram maiores 
nas amostras do ambiente (p < 0,05). As amostras da salinidade 45 
alcançaram o menor valor médio, com diferenças significativas entre as 
demais amostras. Entre as amostras das salinidades 25 e 35 não houve 
diferenças significativas (Tabela 4).   
  Em relação à razão entre clorofila a e b, o maior valor médio 
significativo também foi encontrado nas amostras do ambiente. A menor 
razão média foi observada nas amostras da salinidade 25, não tendo 
diferenças significativas com as amostras da salinidade 45 (Tabela 4). 
 
4.6.2 Perfil de Carotenoides 
 
  Com relação ao perfil de carotenoides das lâminas foliares, foram 
encontrados nas amostras do ambiente: luteína, zeaxantina e β- caroteno; 
nas amostras da salinidade 25 somente luteína e zeaxantina; nas 
amostras da salinidade 35: luteína, zeaxantina, α-caroteno e β- caroteno; 
e nas amostras da salinidade 45: luteína, zeaxantina, β-criptoxantina e α-
caroteno (Tabela 5). 
  Em relação às concentrações, a luteína foi o carotenoide mais 
abundante em todas as amostras, sendo encontrado em maior proporção 
nas amostras da salinidade controle (35) (p < 0,05) e menor nas 
amostras da salinidade 45 (p < 0,05). Entre as amostras do ambiente e da 
salinidade 25 não houve diferenças estatísticas significativas (Tabela 5). 
  A zeaxantina foi identificada em todas as amostras, com maior 
concentração nas amostras da salinidade controle (35), não tendo 
diferenças significativas com as amostras do ambiente. A menor 
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concentração foi encontrada nas amostras da salinidade 25, com 
diferenças significativas em relação às demais amostras (Tabela 5). 
  A β-criptoxantina foi encontrada somente nas amostras da 
salinidade 45 (Tabela 5). O α-caroteno foi encontrado nas amostras das 
salinidades 35 e 45, com maior concentração na salinidade 35 e com 
diferenças significativas entre eles (Tabela 5). Já o β- caroteno foi 
encontrado somente nas amostras do ambiente e da salinidade 35, com 
concentração mais elevada nas amostras do ambiente (p < 0,05) (Tabela 5). 
 
Tabela 4 - Concentrações de pigmentos fotossintetizantes (Clorofila a, b e total, 
e razão entre clorofila a e b) das lâminas foliares de Halodule wrightii, 
considerando as amostras do ambiente e as amostras cultivadas nas salinidades 
25, 35 e 45.  
 Ambiente Salinidade 
25 
Salinidade 
35 
Salinidade 
45 
Clorofila a (mg/g) 
3,04 ± 
0,08a 
2,57 ± 
0,03b 
2,50 ± 
0,02b 
1,50 ± 
0,04c 
Clorofila b (mg/g) 
0,98 ± 
0,05a 
0,98 ± 
0,01a 
0,88 ± 
0,02b 
0,55 ± 
0,01c 
Clorofila Total  
                    (mg/g) 
4,02 ± 
0,13a 
3,54 ± 
0,04b 
3,38 ± 
0,03b 
2,05 ± 
0,05c 
Razão entre  
  Clorofila a e  
     Clorofila b   
                   (mg/g) 
3,10 ± 
0,06a 
2,62 ± 
0,01c 
2,81 ± 
0,03b 
2,72 ± 
0,06b, c 
Dados são apresentados em médias ± desvio padrão. N = 4 
Letras diferentes comparadas horizontalmente indicam diferenças 
estatisticamente significativas entre as médias, ao nível de 5% de probabilidade 
pelo teste Tukey.  
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Tabela 5 - Perfil de carotenoides das lâminas foliares de Halodule wrightii, 
considerando as amostras do ambiente e as amostras cultivadas nas salinidades 
25, 35 e 45.  
 Ambiente Salinidade 
25 
Salinidade 
35 
Salinidade 
45 
Luteína (mg/g) 
7,06 ± 
0,67b 
8,02 ± 
0,58b 
9,78 ± 
0,21a 
5,79 ± 
0,26c 
Zeaxantina Total   
 (Livre + 
Esterificada) (mg/g) 
2,71 ± 
0,23a 
1,14 ± 
0,23c 
3,07 ± 
0,15a 
1,74 ± 
0,06b 
β-Criptoxantina                           
                     (mg/g) 
0,00 ± 
0,00b 
0,00 ± 
0,00b 
0,00 ± 
0,00b 
0,40 ± 
0,02a 
α-Caroteno (mg/g) 
0,00 ± 
0,00c 
0,00 ± 
0,00c 
10,24 ± 
0,62a 
5,38 ± 
0,19b 
β- Caroteno 
(trans+cis)  
                    (mg/g) 
4,06 ± 
0,30a 
0,00 ± 
0,00c 
3,58 ± 
0,13b 
0,00 ± 
0,00c 
Dados são apresentados em médias ± desvio padrão. N = 4. 
Letras diferentes comparadas horizontalmente indicam diferenças 
estatisticamente significativas entre as médias, ao nível de 5% de probabilidade 
pelo teste Tukey.  
 
4.6.3 Concentração de Açúcares Totais Dissolvidos e Amido 
 
As maiores concentrações de açúcares dissolvidos foram 
encontradas nos rizomas, apresentando as amostras do ambiente a menor 
concentração (p < 0,05) e não houve diferenças significativas entre as 
amostras dos diferentes cultivos de salinidade (Tabela 6).  
 Nas raízes ocorreu o oposto: o ambiente apresentou a maior 
concentração de açúcar dissolvido (p < 0,05). A menor concentração foi 
observada nas amostras da salinidade controle (35), sem diferenças 
significativas com as amostras da salinidade 45 (Tabela 6).  
 Em relação às lâminas foliares, as amostras da salinidade 25 
alcançaram a maior concentração média de açúcares dissolvidos           
(p < 0,05), seguida, com diferenças significativas, pelas amostras da 
salinidade 45 (p < 0,05). As amostras do ambiente e da salinidade 
controle (35) obtiveram os menores valores, não demostrando diferenças 
significativas entre si (Tabela 6). 
 A maior concentração de amido foi observada nos rizomas das 
amostras do ambiente, sendo que, como já descrito anteriormente, os 
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rizomas do ambiente obtiveram a menor concentração de açúcares 
dissolvidos (Tabela 6). Nas amostras dos diferentes cultivos de 
salinidade, as maiores concentrações de amido foram observadas nas 
raízes, com maior valor médio nas amostras da salinidade controle (35) 
(p < 0,05). E como já observado, também nas raízes das amostras dos 
cultivos foram encontradas as menores concentrações de açúcares 
dissolvidos (Tabela 6).  
 As menores concentrações de amido foram registradas nas 
lâminas foliares, sem diferenças significativas entre as amostras dos 
diferentes cultivos e entre estas com as amostras do ambiente (Tabela 6).  
 
Tabela 6 - Concentrações de açúcares totais dissolvidos e amido das raízes, dos 
rizomas e das lâminas foliares de Halodule wrightii, considerando as amostras 
do ambiente e as amostras cultivadas nas salinidades 25, 35 e 45. 
 Ambiente Salinidade 
25 
Salinidade 
35 
Salinidade 
45 
AÇÚCARES TOTAIS   
 DISSOLVIDOS (mg/g)      
Raízes 
17,46 ± 
0,71ª 
5,35 ± 
0,79b 
3,12 ± 
0,34c 
4,13 ± 
0,75b, c 
Rizomas 
30,09 ± 
2,43b 
37,07 ± 
4,00a 
40,44 ± 
1,47ª 
42,83 ± 
1,49ª 
Lâminas 
Foliares 
4,35 ± 
0,07c 
13,41 ± 
0,55ª 
5,83± 
0,68c 
11,30 ± 
0,95b 
AMIDO (mg/g)     
Raízes 
38,45 ± 
0,84c 
45,91 ± 
3,03b, c 
67,66 ± 
5,67ª 
49,59 ± 
1,83b 
Rizomas 
95,55 ± 
13,07ª 
19,29 ± 
4,49c 
28,23 ± 
6,56b,c 
44,04 ± 
3,28b 
Lâminas 
Foliares* 
6,84 ± 
1,89ª 
7,49 ± 
2,84ª 
6,49 ± 
0,17ª 
7,28 ± 
0,92ª 
Dados são apresentados em médias ± desvio padrão. N = 4. 
* F não significativo ao nível de 5% de probabilidade pela análise de variância 
ANOVA. Letras minúsculas diferentes comparadas horizontalmente indicam 
diferenças estatisticamente significativas entre as médias referentes aos 
diferentes tratamentos, ao nível de 5% de probabilidade pelo teste Tukey.  
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4.6.4 Concentração de Proteínas Totais 
 
Nas raízes e nos rizomas, as concentrações de proteínas não 
variaram entre as amostras dos diferentes cultivos de salinidade, e nem 
destas com as amostras do ambiente. Já em relação às lâminas foliares, 
as amostras do ambiente apresentaram o maior valor médio (p < 0,05). 
A menor concentração de proteínas foi encontrada nas amostras da 
salinidade 45 (p < 0,05), com valor médio três vezes menor que o das 
amostras do ambiente. Não houve diferenças significativas entre as 
amostras da salinidade 25 com as da salinidade controle (35) (Tabela 7). 
 
Tabela 7 - Concentrações de proteínas totais das raízes, dos rizomas e das 
lâminas foliares de Halodule wrightii, considerando as amostras do ambiente e 
as amostras cultivadas nas salinidades 25, 35 e 45.  
 Ambiente Salinidade 
25 
Salinidade 
35 
Salinidade 
45 
PROTEÍNAS 
TOTAIS (mg/g) 
    
Raízes* 
5,41 ± 
0,29a 
5,35 ± 
0,84a 
5,27 ± 
1,32a 
3,77 ± 
0,90a 
Rizomas* 
4,51 ± 
0,48a 
4,17 ± 
1,46a 
3,79 ± 
0,55a 
2,43 ± 
0,79a 
Lâminas 
Foliares 
4,43 ± 
0,26a 
2,85 ± 
0,18b 
3,42 ± 
0,15b 
1,45 ± 
0,28c 
Dados são apresentados em médias ± desvio padrão. N = 4. 
* F não significativo ao nível de 5% de probabilidade pela análise de variância 
ANOVA. Letras minúsculas diferentes comparadas horizontalmente indicam 
diferenças estatisticamente significativas entre as médias referentes aos 
diferentes tratamentos, ao nível de 5% de probabilidade pelo teste Tukey.  
 
4.6.5 Concentração de Compostos Fenólicos Totais 
 
Os maiores valores médios de concentração de compostos 
fenólicos totais foram encontrados nas raízes, apresentando as amostras 
do ambiente a maior concentração (p < 0,05). As amostras das 
salinidades 25 e 45 obtiveram os menores valores, não demostrando 
diferenças significativas entre si (Tabela 8). 
As concentrações de compostos fenólicos totais nos rizomas não 
variaram entre as amostras dos diferentes cultivos e nem com relação às 
amostras do ambiente (Tabela 8).  
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No que se referem às lâminas foliares, as amostras da salinidade 
45 alcançaram o maior valor médio, seguida pelas amostras da 
salinidade 25, com diferenças significativas entre estas e entre as demais 
amostras. A menor concentração foi encontrada nas amostras do 
ambiente (p < 0,05). Este resultado é oposto ao encontrado na raiz 
(Tabela 8). 
 
Tabela 8 - Concentrações de compostos fenólicos totais das raízes, dos rizomas 
e das lâminas foliares de Halodule wrightii, considerando as amostras do 
ambiente e as amostras cultivadas nas salinidades 25, 35 e 45.  
 Ambiente Salinidade 
25 
Salinidade 
35 
Salinidade 
45 
COMPOSTOS 
FENÓLICOS  
             (mg/g) 
    
Raízes 
28,81 ± 
0,24a 
15,28 ± 
0,79c 
20,28 ± 
1,43b 
13,06 ± 
1,51c 
Rizomas* 
13,76 ± 
1,56a 
15,83 ± 
0,47a 
12,53 ± 
1,68a 
13,51 ± 
0,75a 
Lâmina  
Foliares 
5,05 ± 
0,11d 
15,76 ± 
0,27b 
9,96 ± 
1,00c 
17,38 ± 
0,62a 
Dados são apresentados em médias ± desvio padrão. N = 3. 
* F não significativo ao nível de 5% de probabilidade pela análise de variância 
ANOVA. Letras minúsculas diferentes comparadas horizontalmente indicam 
diferenças estatisticamente significativas entre as médias referentes aos 
diferentes tratamentos, ao nível de 5% de probabilidade pelo teste Tukey.  
 
4.6.6 Concentração de Flavonoides Totais 
 
 Nas raízes, o maior valor médio de concentração de flavonoides 
totais foi encontrado nas amostras do ambiente e o menor valor nas 
amostras da salinidade 25, com diferenças significativas entre as demais 
amostras. Já no rizoma o menor valor foi encontrado nas amostras da 
salinidade 45 (p < 0,05), e o maior valor também nas amostras do 
ambiente (p < 0,05) (Tabela 9). 
 Os maiores valores médios de concentração de flavonoides totais 
foram encontrados nas lâminas foliares, apresentando as amostras da 
salinidade 25 o maior valor médio (p < 0,05), não tendo as demais 
amostras diferenças significativas entre si (Tabela 9). 
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Tabela 9 - Concentrações de flavonoides totais das raízes, dos rizomas e das 
lâminas foliares de Halodule wrightii, considerando as amostras do ambiente e 
as amostras cultivadas nas salinidades 25, 35 e 45.  
 Ambiente Salinidade 
25 
Salinidade 
35 
Salinidade 
45 
FLAVONOIDES   
                      (mg/g) 
    
Raízes 
1,57 ± 
0,10a 
0,72 ± 
0,05c 
1,01 ± 
0,08b 
1,00 ± 
0,02b 
Rizomas 
0,47 ± 
0,01a 
0,40 ± 
0,01b 
0,41 ± 
0,01b 
0,31 ± 
0,00c 
Lâmina 
Foliares 
4,53 ± 
0,94b 
7,49 ± 
0,28a 
4,40 ± 
0,88b 
4,99 ± 
0,45b 
Dados são apresentados em médias ± desvio padrão. N = 3. 
Letras minúsculas diferentes comparadas horizontalmente indicam diferenças 
estatisticamente significativas entre as médias referentes aos diferentes 
tratamentos, ao nível de 5% de probabilidade pelo teste Tukey.  
 
4.6.7 Degradação do MTT 
 
 Os maiores valores de absorbância da degradação do MTT foram 
encontrados na lâmina foliar (Tabela 10).  
 As amostras do ambiente apresentaram os menores valores 
médios de absorbância da degradação do MTT em todos os órgãos 
vegetativos (raízes, rizomas e lâminas foliares) (Tabela 10).  
 Nas raízes e rizomas não foram observadas diferenças 
significativas nos valores de degradação do MTT entre as amostras dos 
cultivos nas diferentes salinidades (Tabela 10). Entretanto, para as 
lâminas foliares, observou-se diferenças significativas entre as amostras 
expostas às salinidades 25 e 45 em relação às amostras da salinidade 
controle (35), onde estas apresentaram o maior valor médio de 
degradação do MTT   (p < 0,05) (Tabela 10). As amostras das 
salinidades 25 e 45 alcançaram valores baixos de degradação do MTT e 
não apresentaram diferenças significativas entre si (Tabela 10). 
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Tabela 10 - Valores das absorbâncias (em 570nm) de degradação do MTT das 
raízes, dos rizomas e das lâminas foliares de Halodule wrightii, considerando as 
amostras do ambiente e as amostras cultivadas nas salinidades 25, 35 e 45.  
 Ambiente Salinidade 
25 
Salinidade 
35 
Salinidade 
45 
DEGRADAÇÃO 
DO MTT  
(Abs 570nm) 
    
Raízes 
0,05 ± 
0,00b 
0,10 ± 
0,02a 
0,09 ± 
0,01a 
0,11 ± 
0,01a 
Rizomas 
0,01 ± 
0,01b 
0,06 ± 
0,01a 
0,05 ± 
0,01a 
0,04 ± 
0,02a 
Lâmina 
Foliares 
0,52 ± 
0,07b 
0,69 ± 
0,07b 
0,90 ± 
0,16a 
0,52 ± 
0,02b 
Dados são apresentados em médias ± desvio padrão. N = 4. 
Letras minúsculas diferentes comparadas horizontalmente indicam diferenças 
estatisticamente significativas entre as médias referentes aos diferentes tratamentos, 
ao nível de 5% de probabilidade pelo teste Tukey. Fonte: Ferreira et al. (2016). 
 
4.7 ANÁLISE COMPARATIVA GERAL 
 
  Na Tabela 11 encontram-se os resultados referentes a todas as 
análises quantitativas e qualitativas realizadas com H. wrightii 
comparando as amostras das salinidades 25 e 45 com as amostras 
controle (cultivadas na salinidade 35). 
  Em relação à taxa de crescimento e morfometria, percebe-se que 
não houve diferenças do controle com as demais salinidades (25 e 45) 
em relação ao crescimento, comprimento e diâmetro dos rizomas e 
espessura das lâminas foliares e de suas estruturas (mesofilo, 
aerênquimas e epiderme). O que alterou foi: a distância entre os nós dos 
rizomas, que foi maior nas amostras da salinidade 25; a largura das 
lâminas foliares, maior nas duas salinidades; a quantidade de células no 
mesofilo, que foi maior nas amostras da salinidade 25; e o diâmetro das 
raízes, maior nas amostras da salinidade 45. Esta última também 
apresentou um aumento no número de camadas celulares do córtex, na 
espessura da exoderme e na quantidade de pelos radiculares, os quais foram 
visualizados na MLT. 
  As amostras da salinidade 25 tiveram aumento da clorofila b e 
diminuição na quantidade total de carotenoides. Os açúcares totais 
dissolvidos tiveram suas concentrações aumentadas nas raízes e também 
um grande aumento nas lâminas foliares destas amostras. Células do 
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mesofilo das lâminas foliares com polissacarídeos ácidos nos 
citoplasmas foram verificadas na MLT em grande quantidade nestas 
amostras. Polissacarídeos ácidos foram igualmente encontrados no 
citoplasma dos pelos radiculares, no entanto, com menor intensidade 
nestas amostras da salinidade 25 do que nas amostras controle e nas da 
salinidade 45. O amido teve suas concentrações diminuídas nas raízes. 
Os compostos fenólicos e flavonoides diminuíram suas concentrações 
nas raízes, no entanto, tiveram aumento nas lâminas foliares. Nos 
rizomas, estas amostras apresentaram maior quantidade de idioblastos 
com compostos fenólicos e ausências destes compostos no sistema 
vascular. No entanto, compostos fenólicos foram visualizados na 
epiderme das lâminas foliares. AGPs foram observadas com baixa 
intensidade no citoplasma das células epidérmicas das lâminas foliares. 
Observou-se também menor quantidade das expansões das paredes 
celulares epidérmicas com invaginações da membrana plasmática na 
epiderme foliar destas amostras, bem como ausência de material 
eletrondenso nas paredes celulares periclinais externas e internas da 
epiderme do rizoma e da lâmina foliar. Estas amostras se mostraram 
menos viáveis celularmente que as amostras controle, com grande 
diminuição da degradação do MTT nas lâminas foliares. 
  Em relação às amostras da salinidade 45, notou-se que estas 
tiveram diminuição tanto da clorofila a, quanto da clorofila b. A 
autofluorescência dos cloroplastos teve sua intensidade igualmente 
diminuída nestas amostras. A quantidade total de carotenoides também 
diminuiu, no entanto, a β-criptoxantina foi encontrada somente nestas 
amostras. O número de cloroplastos epidérmicos, bem com o tamanho 
destes, também teve diminuição nas amostras desta salinidade. Já o 
número de tilacoides por grana nos cloroplastos epidérmicos e a 
quantidade de plastoglóbulos aumentaram. Os açúcares totais 
dissolvidos tiveram suas concentrações aumentadas nas lâminas foliares 
destas amostras. Células do mesofilo das lâminas foliares e do córtex 
dos rizomas, com polissacarídeos ácidos nos citoplasmas, foram 
verificadas através da MLT nestas amostras. E nas raízes, observou-se 
um aumento na intensidade destes polissacarídeos ácidos na exoderme. Já 
o amido teve suas concentrações diminuídas nas raízes. Os compostos 
fenólicos diminuíram suas concentrações nas raízes, no entanto, teve 
grande aumento nas lâminas foliares. Estas amostras também 
apresentaram maior quantidade de compostos fenólicos no sistema 
vascular dos rizomas e presença de compostos fenólicos na epiderme 
das lâminas foliares. Os flavonoides tiveram suas concentrações 
diminuídas nos rizomas. As proteínas nas lâminas foliares também 
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tiveram suas concentrações diminuídas nas amostras desta salinidade e 
somente nesta. Já as AGPs foram observadas em grande intensidade nos 
citoplasma e membrana plasmática da epiderme das lâminas foliares 
destas amostras. As porções eletrondensas nas paredes celulares 
periclinais externas da epiderme das raízes e das lâminas foliares, bem 
como o número de hidropótios aumentaram nestas amostras, além de ter 
aumentado também as invaginações das paredes celulares com 
invaginações da membrana plasmática destes hidropótios. Retração da 
membrana plasmática da epiderme foliar com aparente deposição de 
compostos no espaço criado entre a membrana plasmática e parede celular 
foi visualizado somente nestas amostras. E assim como nas amostras da 
salinidade 25, as amostras da salinidade 45 se mostraram menos viáveis 
celularmente que as amostras controle, com grande diminuição da 
degradação do MTT nas lâminas foliares. 
 
Tabela 11 - Dados comparativos entre as diferentes análises realizadas nas 
amostras de Halodule wrightii dos diferentes cultivos em comparação com as 
amostras controle (cultivadas na salinidade 35). 
Continua 
 
Salinidade 
25 
Salinidade 
45 
TAXA DE CRESCIMENTO E 
MORFOMETRIA 
  
Taxa de crescimento (%.day-1) = = 
Comprimento do rizoma (cm) = = 
Distância entre os nós do rizoma (cm) + = 
Diâmetro do rizoma (µm) = = 
Diâmetro da raiz (µm) = + 
Espessura da lâmina foliar (µm) = = 
Largura da lâmina foliar (µm) + + 
Número de células no mesofilo da lâmina 
foliar 
+ = 
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Tabela 11 - Dados comparativos entre as diferentes análises realizadas nas 
amostras de Halodule wrightii dos diferentes cultivos em comparação com as 
amostras controle (cultivadas na salinidade 35). 
  Continuação 
 
Salinidade 
25 
Salinidade 
45 
Espessura do mesofilo da lâmina foliar 
(µm) 
= = 
Espessura das maiores lacunas do 
aerênquima da lâmina foliar (µm) 
= = 
Espessura das células epidérmicas da 
lâmina foliar (µm) 
= = 
ANÁLISES BIOQUÍMICAS   
Clorofila a (mg/g) = - 
Clorofila b (mg/g) + - 
Clorofila total (mg/g) = - 
Razão entre clorofila a e clorofila b (mg/g) - = 
Luteína (mg/g) - - - 
Zeaxantina total (Livre + Esterificada) 
(mg/g) 
- - - 
β-Criptoxantina (mg/g) NP SN 
α-Caroteno (mg/g) NP - 
β- Caroteno (trans+cis) (mg/g) NP NP 
Total de carotenoides (mg/g) - - 
Açúcares totais dissolvidos (mg/g) 
Ra + = 
Ri = = 
LF + + + 
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Tabela 11 - Dados comparativos entre as diferentes análises realizadas nas 
amostras de Halodule wrightii dos diferentes cultivos em comparação com as 
amostras controle (cultivadas na salinidade 35). 
   Continuação 
  
Salinidade 
25 
Salinidade 
45 
Amido (mg/g) 
Ra - - - 
Ri = = 
LF = = 
Proteínas totais (mg/g) 
Ra = = 
Ri = = 
LF = - 
Compostos fenólicos totais (mg/g) 
Ra - - 
Ri = = 
LF + + + 
Flavonoides totais (mg/g) 
Ra - = 
Ri = - 
LF + = 
Degradação do MTT (Abs 570nm) 
Ra = = 
Ri = = 
LF - - 
ANÁLISES MICROSCÓPICAS   
RAIZ   
Número de camadas celulares no córtex  = + 
Espessura da exoderme = + 
Número de pelos radiculares = + 
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Tabela 11 - Dados comparativos entre as diferentes análises realizadas nas 
amostras de Halodule wrightii dos diferentes cultivos em comparação com as 
amostras controle (cultivadas na salinidade 35). 
  Continuação 
 
Salinidade 
25 
Salinidade 
45 
Polissacarídeos ácidos no citoplasma dos 
pelos radiculares 
- = 
Idioblastos com compostos fenólicos  = = 
Polissacarídeos ácidos no citoplasma das 
células do córtex  
= = 
Polissacarídeos ácidos no citoplasma das 
células da exoderme  
= + 
Material eletrondenso na parede celular 
periclinal externa  
= + 
RIZOMA   
Idioblastos com compostos fenólicos na 
epiderme  
+ = 
Polissacarídeos ácidos no citoplasma das 
células do córtex  
= + 
Compostos fenólicos no sistema vascular  NP + 
Material eletrondenso na parede celular 
periclinal externa e interna da epiderme do 
rizoma 
NP = 
LÂMINA FOLIAR   
Compostos fenólicos no citoplasma das 
células epidérmicas  
+ + 
Idioblastos com composto fenólicos  = = 
Polissacarídeos ácidos no citoplasma das 
células do mesofilo  
+ + + 
Arabinogalactana-proteínas no citoplasma 
das células epidérmicas 
+/- + +  
Arabinogalactana-proteínas na membrana 
plasmática das células epidérmicas  
NP + 
Autofluorescência dos cloroplastos das 
células epidérmicas  
= - 
Material eletrondenso na parede celular 
periclinal externa da epiderme  
NP + 
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Tabela 11 - Dados comparativos entre as diferentes análises realizadas nas 
amostras de Halodule wrightii dos diferentes cultivos em comparação com as 
amostras controle (cultivadas na salinidade 35). 
  Conclusão 
 
Salinidade 
25 
Salinidade 
45 
Expansões da parede celular epidérmica 
com invaginações da membrana plasmática  
- = 
Retração da membrana plasmática da 
epiderme com aparente deposição de 
compostos no espaço criado entre a 
membrana plasmática e parede celular 
NP SN 
Número de hidropótios = + + 
Expansões da parede celular epidérmica 
com invaginações da membrana plasmática 
dos hidropótios 
- + 
Número de cloroplastos epidérmicos  = - 
Tamanho dos cloroplastos epidérmicos  = - 
Número de tilacoides por grana nos 
cloroplastos epidérmicos  
= + 
Plastoglóbulos nos cloroplastos 
epidérmicos  
= + 
Legenda: (+/-) pouco maior que o controle (+) maior que o controle; (+ +) 
muito maior que o controle. (-) menor que o controle; (- -) muito menor que o 
controle; (=) igual ao controle; NA-não se aplica; NP-não possui; SN-
encontrado somente nestas amostras; Ra-raízes; Ri-rizomas; LF-lâminas 
foliares.  
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4.8 ANÁLISE DE COMPONENTES PRINCIPAIS (ACP) 
 
 Para a ACP foram considerados 25 descritores (morfométricos e 
bioquímicos) que demonstraram diferenças estatísticas significativas 
entre as amostras analisadas de H. wrightii (ambiente e cultivos nas 
diferentes salinidades) (Tabela 12).  
 A ACP, considerando as amostras do ambiente conjuntamente 
com as amostras dos cultivos nas diferentes salinidades (25, 35 e 45), 
mostrou um nítido afastamento entre as amostras do ambiente com as 
amostras dos cultivos (Fig. 26 a). As amostras controle (salinidade 35) 
exibem uma maior aproximação com as amostras do ambiente 
comparando com as amostras das demais salinidades (25 e 45) (Fig. 26 
a). As amostras da salinidade 25 ficaram entre as amostras das 
salinidades 35 e 45 (Fig. 26 a). Os respectivos descritores, em relação 
aos dois primeiros eixos, explicaram 83,61% da dispersão dos dados 
(Tabela 12). Os seis descritores que mais contribuíram para a separação 
das amostras no primeiro eixo, em ordem decrescente, foram: 
Degradação do MTT das raízes (0,249), espessura das células 
epidérmicas da lâmina foliar (-0,243), concentração de compostos 
fenólicos das raízes (-0,238), concentração de açúcares dissolvidos dos 
rizomas (0,237), espessura das lâminas foliares (-0,236) e espessura dos 
mesofilos das lâminas foliares (-0,232) (Tabela 12). Já no segundo eixo, 
em ordem decrescente, foram: degradação do MTT das folhas (-0,437), 
diâmetro das raízes (0,335), concentração de amido das raízes (-0,304), 
concentração de clorofila b (-0,266), concentração total de carotenoides 
(-0,259) e concentração de clorofila total (-0,244) (Tabela 12). 
 O afastamento das amostras do ambiente ocorreu principalmente 
devido a estas amostras possuírem maior espessura das lâminas foliares 
e das células epidérmicas, maior espessura e nº de células dos mesofilos, 
maior concentração de amido nos rizomas, maior concentração de 
açúcares dissolvidos nas raízes, maior concentração de flavonólicos nas 
raízes e rizomas, maior concentração de clorofila a, b e total e razão 
clorofila a e b, maior concentração de fenólicos nas raízes, maior 
concentração de proteína nas folhas, menor largura das lâminas foliares, 
menor concentração de fenólicos nas folhas, menor concentração de 
açúcares dissolvidos nas folhas e rizomas, menor degradação do MMT 
nas raízes e nos rizomas e menor concentração de flavonólicos nas 
folhas. As amostras da salinidade controle (35) ficaram afastadas das 
demais principalmente por causa dos valores maiores na concentração 
total de carotenoides e degradação do MTT nas folhas. O caractere mais 
exclusivo da salinidade 25 é a maior concentração de flavonólicos nas 
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folhas. E o que afastou as amostras da salinidade 45 das demais 
amostras foram principalmente o valor do diâmetro das raízes, que foi 
maior nestas amostras e as concentrações de clorofilas e proteínas nas 
folhas, que foram bem menores nestas amostras (Fig. 26 a).  
 Considerado apenas as amostras dos cultivos nas diferentes 
salinidades, a ACP também mostra uma separação nítida entre as 
amostras dos cultivos nas três salinidades (25, 35 e 45), havendo uma 
maior aproximação entre as amostras das salinidades 25 e 45 (Fig. 26 b). 
Os respectivos descritores em relação aos dois primeiros eixos 
explicaram 100% da dispersão dos dados (Tabela 12). Os seis 
descritores que mais contribuíram para a separação das amostras no 
primeiro eixo, em ordem decrescente, foram: concentração de 
compostos fenólicos das raízes (-0,292), concentração de amido das 
raízes (-0,287), concentração de açúcares dissolvidos das folhas (0,285), 
largura das lâminas foliares (0.281), degradação do MTT das folhas      
(-0,279) e concentração total de carotenoides (-0,269) (Tabela 12). Já no 
segundo eixo, em ordem decrescente, foram: concentração de amido dos 
rizomas (-0,351), concentração de clorofila b (0,322), concentração de 
compostos flavonólicos das raízes (-0,322), concentração de clorofila 
total (0,302), concentração de clorofila a (0,296) e concentração de 
compostos flavonólicos das folhas (0,287) (Tabela 12). 
 A aproximação entre as amostras da salinidade 25 com as da 
salinidade 45 ocorreu principalmente devido a estas amostras possuírem 
maior largura das lâminas foliares, maior concentração de açúcares 
dissolvidos nas folhas e maior concentração de compostos fenólicos nas 
folhas. E a separação entre estas amostras se deu principalmente devido 
a maior concentração de flavonólicos nas folhas das amostras da 
salinidade 25, maior diâmetro das raízes nas amostras da salinidade 45 e 
menores concentrações de clorofilas e proteínas nas folhas das amostras 
da salinidade 45 (Fig. 26 b). 
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Tabela 12 - Análise de componentes principais para os 25 descritores 
analisados, que participaram da formação dos eixos 1 e 2, e seus respectivos 
autovalores e porcentagem de explicação, considerando as amostras de Halodule 
wrightii do ambiente com as amostras dos cultivos nas diferentes salinidades 
(25, 35 e 45) e considerando de forma separada apenas as amostras dos cultivos 
nas diferentes salinidades (25, 35 e 45). 
Continua 
 
GERAL: 
Ambiente+Cultivos 
(83,61%) 
SOMENTE 
CULTIVOS 
(100%) 
DESCRITORES: 
Eixo 1 
(64,32%) 
Eixo 2 
(19,29%) 
Eixo 1 
(58,37%) 
Eixo 2 
(41,63%) 
Diâmetro das Raízes 0,156 0,335 0,204 -0,26 
Espessura das 
Lâminas Foliares 
-0,236 0,085 * * 
Largura das Lâminas 
Foliares 
0,23 0,015 0,281 0,126 
Nº de Células nos 
Mesofilos 
-0,185 0,226 0,257 0,183 
Espessura dos 
Mesofilos 
-0,232 0,096 * * 
Espessura das Células 
Epidérmicas  
-0,243 0,097 * * 
Clorofila a -0,198 -0,233 -0,167 0,296 
Clorofila b -0,158 -0,266 -0,127 0,322 
Clorofila Total -0,189 -0,244 -0,158 0,302 
Razão Cloro a/cloro b -0,227 0,052 -0,234 -0,222 
Total de Carotenóides -0,011 -0,259 -0,269 -0,157 
Açúcares das Raízes -0,226 0,171 0,243 0,209 
Açúcares dos Rizomas 0,237 -0,036 * * 
Açúcares das Folhas 0,202 0,11 0,243 0,209 
Amido Raízes 0,14 -0,304 -0,287 -0,106 
Amido das Rizomas -0,184 0,242 0,049 -0,351 
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Tabela 12 - Análise de componentes principais para os 25 descritores 
analisados, que participaram da formação dos eixos 1 e 2, e seus respectivos 
autovalores e porcentagem de explicação, considerando as amostras de 
Halodule wrightii do ambiente com as amostras dos cultivos nas diferentes 
salinidades (25, 35 e 45) e considerando de forma separada apenas as 
amostras dos cultivos nas diferentes salinidades (25, 35 e 45). 
   Conclusão 
 
GERAL: 
Ambiente+Cultivos 
(83,61%) 
SOMENTE 
CULTIVOS 
(100%) 
 
Eixo 1 
(64,32%) 
Eixo 2 
(19,29%) 
Eixo 1 
(58,37%) 
Eixo 2 
(41,63%) 
Proteína das Folhas -0,211 -0,236 -0,228 0,231 
Fenólicos das Raízes -0,238 -0,111 -0,292 0,085 
Fenólicos das Folhas 0,24 0,061 0,3 -0,019 
Flavonólicos das 
Raízes 
-0,209 0,127 -0,127 -0,322 
Flavonólicos dos 
Rizomas 
-0,22 -0,196 -0,199 0,266 
Flavonólicos das 
Folhas 
0,09 0,001 0,177 0,287 
Degradação do MTT 
nas Raízes 
0,249 0,012 * * 
Degradação do MTT 
nos Rizomas 
0,204 -0,212 * * 
Degradação do MTT 
nas Folhas 
0,066 -0,437 -0,279 0,132 
* Descritores não avaliados por não haver diferenças significativas entre as 
amostras dos cultivos nas diferentes salinidades. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
99 
 
Figura 26 - Disposição dos escores médios obtidos na análise de componentes 
principais das variáveis morfométricas e bioquímicas das amostras de Halodule 
wrightii. 
 
a. Considerando as amostras do ambiente conjuntamente com as amostras os 
cultivos nas diferentes salinidades (25, 35 e 45). b. Considerando apenas as 
amostras dos cultivos nas diferentes salinidades (25, 35 e 45). 
100 
 
 
 
 
 
101 
 
5 DISCUSSÃO E CONCLUSÕES 
 
Os resultados da presente investigação, através da análise da taxa 
de crescimento e das medidas morfométricas, demonstram que os 
espécimes de H. wrightii foram capazes de manter o seu crescimento no 
cultivo, por 21 dias, mesmo em condições extremas de salinidade. Esta 
tolerância de H. wrightii às variações de salinidade também foram 
percebidas por Lirman e Cropper (2003), que analisaram a influência da 
variação da salinidade (5 a 45), por 14 dias, em três espécies de gramas 
marinhas (Thalassia testudinum König, Syringodium filiforme Kutz e H. 
wrightii) no que diz respeito à taxa de crescimento e ao alongamento 
foliar. Das três espécies testadas pelos autores, H. wrightii mostrou-se 
com a mais ampla tolerância às variações de salinidade, sendo que 
alterações nas taxas de crescimento não variaram muito entre as 
amostras dos diferentes cultivos de salinidade, ficando registrada a 
maior taxa média de extensão da lâmina foliar na salinidade 35 e a 
menor na salinidade 45.  
O aumento da salinidade provoca efeitos na anatomia foliar das 
plantas, levando ao aumento da espessura da epiderme e do mesofilo e à 
diminuição dos espaços intercelulares (PARIDA; DAS, 2005), no 
entanto, isto não foi observado no presente estudo. As maiores 
espessuras da epiderme e de suas estruturas constituintes foram 
observadas somente nas amostras do ambiente. Nestes espécimes o fator 
regulador deve ser a luminosidade e não a salinidade, uma vez que no 
ambiente há uma maior disponibilidade de luz do que no cultivo em 
laboratório. De acordo com Dickison (2000), a maior exposição das 
folhas à luz eleva a espessura da lâmina foliar e do mesofilo, ao passo 
que uma menor exposição resulta no aumento da área foliar com 
alargamento das folhas para aumentar a captação da luz, como foi 
observado nas plantas cultivadas em laboratório. 
O maior valor médio do diâmetro radicular nas amostras da 
salinidade 45 foi ocasionado, possivelmente, pelo aumento das camadas 
de células no córtex e pelo espessamento da exoderme. A exoderme das 
raízes das plantas representa uma barreira ao fluxo radial de água e de 
íons, fazendo uma contribuição essencial para a resistência da planta às 
condições de estresse ambiental (HOSE et al., 2001; HARTUNG; 
SAUTER; HOSE, 2002). O aumento das camadas de células do córtex 
também pode servir como uma barreira para impedir o fluxo de íons 
para outras partes da planta. 
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A maior quantidade de pelos radiculares nas plantas cultivadas na 
salinidade 45 pode também estar colaborando com o aumento da 
barreira ao fluxo radial de íons, isto porque os pelos radiculares são 
prolongamentos das células epidérmicas das raízes, os quais 
desempenham importante papel no aumento da superfície de absorção 
(CLARKSON, 1985; PETERSON; FARQUHAR, 1996). Além disso, os 
pelos radiculares controlam a entrada de íons pelas raízes e o transporte 
para as folhas, sendo capazes de reter mais íons minerais (BHAT; NYE, 
1973; CLARKSON, 1985). Fahn (1979) descreve que estas estruturas 
apresentam um importante papel no transporte de água e sais para dentro 
e para fora das plantas aquáticas, absorvendo duas a três vezes mais que 
as demais células da epiderme. 
Como H. wrightii poderia tolerar tais alterações na salinidade, 
durante os 21 dias de cultivo, com tão poucas mudanças morfométricas? 
Esta planta teve a capacidade de alterar sua ultraestrutura e bioquímica, 
favorecendo tolerância ao estresse salino. Por exemplo, sob MET, foi 
observada a formação de células especializadas denominadas 
hidropótios. Os hidropótios estão envolvidos no transporte de água e 
sais, e são capazes de reter mais íons minerais (METCALFE; CHALK, 
1979; CASTRO; MACHADO, 2006). As amostras cultivadas com 
maior salinidade (45) apresentaram a maior quantidade de hidropótios 
na epiderme em resposta ao aumento na concentração de sais na água. 
Nos hidropótios de plantas aquáticas, Metcalfe e Chalk (1979) notaram 
a presença de numerosas vesículas, mitocôndrias e muitas projeções de 
parede celular e membrana plasmática no citoplasma. De acordo com 
Pang e Wang (2008), as mitocôndrias são organelas especializadas que 
também combatem EROs através de seus próprios sistemas 
antioxidantes enzimáticos. Estas características foram encontradas em 
todas as amostras, e, nas amostras expostas à salinidade 45, foi 
visualizado um aumento nas invaginações da membrana plasmática e 
uma expansão da parede celular, que ocupou a maior parte do 
citoplasma. O aumento do número de hidropótios e invaginações da 
membrana plasmática conjuntamente com expansões da parede celular 
destas células é aparentemente uma das estratégias citológicas que 
permitem a H. wrightii tolerar a salinidade 45.  
As projeções da parede celular e da membrana plasmática 
também foram visualizadas, em menor proporção, nas demais células 
epidérmicas da lâmina foliar de todos os tratamentos, sempre 
acompanhadas por mitocôndrias e vesículas. Kuo e Den Hartog (2006) 
também visualizaram estas expansões de parede na epiderme das 
lâminas foliares das gramas marinhas analisadas, denominando-as como 
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ingrowth de parede (crescimento de parede para o interior). Doohan e 
Newcomb (1976), estudando a anatomia de três espécies de gramas 
marinhas, Cymodocea rotundata (Ehrenb.) Aschers., C. serrulata (R. 
Brown) Aschers. & Magnus, e T. hemprichii (Ehrenb.) Aschers., 
encontraram estas expansões nas paredes celulares epidérmicas, e 
apontaram ampla semelhança com as células de transferência, sugerindo 
que estas células estariam envolvidas no transporte de curta distância e 
na absorção de solutos a partir da água circundante. Iyer e Barnabas 
(1993) analisaram Zostera capensis Setchell em salinidades 2, 12, 40 e 
60 e perceberam um aumento nas invaginações da membrana plasmática 
e dos ingrowth de parede com o aumento da salinidade. Nas amostras da 
salinidade 60 os autores perceberam que estas invaginações e os 
ingrowth de parede estavam desorganizados, semelhante ao encontrado 
na espécie em estudo na salinidade 45. Estas alterações também foram 
observadas em R. maritima, crescendo em águas de baixas e altas 
salinidades, nos estudos de Jagels e Barnabas (1989). Os autores 
observaram que as células epidérmicas da folha de plantas de baixa 
salinidade apresentavam área reduzida da membrana plasmática (devido 
à menor extensão das invaginações); já em salinidades mais altas, as 
plantas exibiam uma membrana plasmática fortemente invaginada com 
interdigitações mais proeminentes; observaram também material fibrilar 
distribuído livremente no espaço entre a membrana plasmática e a 
parede celular em plantas de alta salinidade. O mesmo aconteceu no 
presente esudo, onde a menor área de invaginações da membrana 
plasmática e parede celular foram observadas nas amostras de menor 
salinidade (25) e grande retração da membrana plasmática com possível 
deposição de compostos entre a região da membrana e parede celular 
foram visualisadas nas amostras de maior salinidade (45). Isto indica 
que estas invaginações da membrana plasmática e da parede celular 
estão relacionadas com a adaptação da planta ao ambiente salino, além 
de permitir que as espécies de gramas marinhas consigam realizar o 
transporte de água e nutrientes pelas folhas. 
A alteração da concentração de polissacarídeos ácidos no 
citoplasma dos pelos radiculares, da exoderme da raiz, de células do 
córtex do rizoma e do mesofilo das lâminas foliares das amostras da 
salinidade 45 indica que, provavelmente, estes polissacarídeos estejam 
envolvidos também no controle iônico, considerando que algumas 
halófitas sintetizam solutos orgânicos no citoplasma para suportar o 
baixo potencial osmótico do vacúolo, devido ao excesso de sais 
(GARCIA et al., 1997; ESTEVES; SUZUKI, 2008). Esses solutos 
orgânicos são comumente conhecidos como osmólitos, por serem 
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solúveis e não interferirem com o metabolismo citoplasmático, mesmo 
em altas concentrações (MUNNS, 2005), destacando-se os açúcares 
solúveis (HASEGAWA et al,. 2000; CHUTIPAIJIT; CHA-UM; 
SOMPORNPAILIN, 2009). Os dados referentes à localização e 
distribuição dos polissacarídeos ácidos nas análises citoquímicas 
conferem com os resultados bioquímicos encontrados para concentração 
de açúcares totais dissolvidos. Sendo assim, o aumento das 
concentrações dos açúcares dissolvidos nas amostras da salinidade 45 
pode estar associado ao mecanismo de defesa da planta frente às 
mudanças da salinidade da água, melhorando a sua capacidade de 
manter o equilíbrio osmótico dentro da célula (HASEGAWA et al., 
2000). A manutenção de turgor, por ajuste osmótico, é uma importante 
adaptação fisiológica para minimizar os efeitos do estresse salino 
(MUNNS, 2002). Os resultados de Khalafallah et al. (2013) mostraram 
que H. uninervis (Forssk.) Aschers. tolera salinidade até 50 por aumento 
da concentração de osmoprotetores orgânicos, como os açúcares 
solúveis. De acordo com Cram (1976), dos vários agentes orgânicos 
osmoprotetores, os açúcares contribuem com até 50% do total do 
potencial osmótico em glicófitas sujeitas a condições salinas. O acúmulo 
de carboidratos solúveis em plantas tem sido amplamente divulgado 
como uma resposta à salinidade (ASHRAF; HARRIS, 2004). Sandoval-
Gil, Marín-Guirao e Ruiz (2012) analisaram a resposta fisiológica de P. 
oceanica em condições hipersalinas e observaram que a espécie adquiriu 
estratégia para evitar a desidratação exibindo também um aumento na 
concentração de açúcares solúveis.  
Na presente investigação, os açúcares solúveis tiveram suas 
concentrações aumentadas não só nas condições de estresse hipersalino 
(salinidade 45), mas também na condição de estresse hiposalino 
(salinidade 25), indicando que os açúcares não só atuam no ajuste 
osmótico, como também podem estar atuando como regulador geral do 
estresse salino. Isto indica, ainda, que a condição hipossalina também é 
extressante para H. wrightii, uma vez que esta planta é mais adaptada à 
salinidade 35 (OLIVEIRA FILHO; PIRANI; GIULIETTI, 1983). No 
trabalho de Murphy, Kinsey e Durako (2003), algo semelhante foi 
observado com a espécie R. maritima, quando esta era submetida 
bruscamente a salinidades abaixo do controle, ocorria inicialmente a 
diminuição na concentração de carboidratos. No entanto, após seis dias, 
esta concentração aumentava igualando-se ao controle ou até 
ultrapassando a concentração deste. Os açúcares solúveis e o amido 
tendem a acumular-se sob estresse salino (PARIDA; DAS, A. B.; DAS, 
P., 2002), desempenhando um papel de liderança não só de 
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osmoproteção e ajuste osmótico, mas também como fonte de 
armazenamento de carbono e eliminação de radicais livres (PARVAIZ; 
SATYAWATI, 2008).  
As folhas agem como órgão fonte, onde são produzidos os 
fotoassimilados, os quais podem ser usados como fonte energética ou 
como subprodutos para síntese de outros compostos, como por exemplo, 
amido, compostos fenólicos e aminoácidos (TAIZ; ZEIGER, 
2009).  Estes compostos podem ser transportados e armazenados 
temporariamente em órgãos de reserva ou nos drenos, representados, por 
exemplo, pelas raízes e rizomas (TAIZ; ZEIGER, op. cit.). Na espécie 
em estudo, os rizomas apresentaram poucas variações nas concentrações 
de açúcares, proteínas e fenólicos nas amostras dos cultivos das 
diferentes salinidades, indicando que nesta espécie os rizomas agem 
como órgão de armazenamento. As maiores concentrações de açúcares 
dissolvidos de H. wrightii foram encontradas nos rizomas e as maiores 
concentrações de amido nas raízes, isto indica que a espécie apresenta 
estratégia de acúmulo de biomassa na porção subterrânea. Esta resposta 
é uma importante adaptação ecológica às perdas ocorridas na parte aérea 
da planta que está exposta diretamente às pressões ambientais 
(DENNISON, 1987). Além disso, os órgãos subterrâneos das gramas 
marinhas têm fundamental importância na nutrição, ancoragem e 
ocupação do espaço (DUARTE, 1991; DUARTE et al., 1998).  
Uma semelhança entre as amostras analisadas no presente estudo 
foi a presença de proteínas na parede celular das células epidérmicas do 
rizoma, da raiz e da lâmina foliar. Segundo Zhu (2001), a acumulação 
de compostos nitrogenados em plantas está relacionada à tolerância à 
salinidade. Kuo e Den Hartog (2006), no estudo anatômico das gramas 
marinhas já citadas, também observaram que a região externa da parede 
periclinal das células epidérmicas dessas plantas era constituída de 
proteínas. No presente estudo, apesar da proteína está presente nas 
paredes celulares epidérmicas, foi observada grande diminuição de 
proteínas totais nas amostras da salinidade 45. Em circunstâncias 
adversas, como o estresse hipersalino, pode ocorrer desvio de rota 
metabólica, onde recursos internos da planta são desviados para a 
osmorregulação (MUNNS, 2002). Assim, a diminuição de proteínas nas 
amostras da salinidade 45 ocorreu, possivelmente, devido a desvios de 
rota metabólica para produção de outros compostos mais necessários à 
osmorregulação da espécie.  
Nas paredes celulares das células epidérmicas dos rizomas das 
amostras analisadas foram encontrados também compostos fenólicos. Os 
compostos fenólicos devem estar agindo na redução da entrada de água 
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neste órgão, uma vez que tais compostos são inertes e fornecem um 
revestimento estável, evitando a desidratação e/ou a entrada excessiva 
de água no lúmen celular (EVERT, 2006). Enquanto a água e a maioria 
das substâncias nela dissolvidas passam facilmente pela parede 
celulósica (TAIZ; ZEIGER, 2009), na parede com compostos fenólicos 
a passagem torna-se lenta (METCALFE; CHALK, 1979). As regiões 
eletrondensas das paredes celulares da espécie em estudo, as quais 
foram observadas em MET, são mais eletrondensas que as encontradas 
no trabalho de Ferreira et al. (2015), para esta mesma espécie, na qual os 
autores associaram estas camadas eletrondensas à presença de proteínas. 
No entanto, no presente estudo, as camadas eletrondensas das paredes 
periclinais epidérmicas do rizoma correspondem às regiões onde foram 
observados compostos fenólicos nas micrografias de luz. O fato de as 
amostras da salinidade 45 possuírem mais regiões eletrondensas, e as 
amostras da salinidade 25 possuírem menos, corrobora o que já foi 
comentado sobre a ação dos compostos fenólicos nesta espécie. Assim, 
podemos inferir que H. wrightii utiliza os compostos fenólicos nas 
paredes celulares como uma das estratégias adaptativas ao ambiente 
mais salino. Iyer e Barnabas (1993) também descreveram um aumento 
nas camadas eletrondensas das paredes epidérmicas das plantas de Z. 
capensis com o incremento da salinidade. 
Os dados bioquímicos de concentração de compostos fenólicos 
totais encontrados neste estudo sugerem que, nas amostras das 
salinidades 25 e 45, estes compostos tenham sido translocados da raiz 
para a lâmina foliar, já que não há uma variação na concentração total 
dos compostos fenólicos, houve apenas uma diminuição da 
concentração deste na raiz e um aumento na lâmina foliar nas amostras 
das salinidades 25 e 45. Em situações adversas, como o estresse salino, a 
acumulação de solutos em tecidos foliares pode ser explicada por sua 
translocação, dos órgãos que anteriormente eram drenos, como as raízes 
(que passam a ser órgãos fonte), para as folhas (que passam a ser órgãos 
dreno) (SOUZA et al., 2004; TAIZ; ZEIGER, 2009). Muitos estudos 
agregam a função antioxidante aos compostos fenólicos (RANDHIR; 
SHETTY, P.; SHETTY, K., 2002; SOARES, 2002; MENDES, 2009; 
SOUZA et al., 2009). O estresse salino induz o estresse iônico e 
osmótico nas células vegetais, que, por sua vez, levam ao estresse 
oxidativo (TAIZ; ZEIGER, 2009), ocasionando um acúmulo maior de 
EROs, os quais podem resultar em graves danos para os vegetais (ZHU, 
2001; ESTEVES; SUZUKI, 2008). Moléculas como os compostos 
fenólicos agem na defesa contra estas EROs, desempenhando um 
importante papel na neutralização ou sequestro dos radicais livres 
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(SOARES, 2002; PANG; WANG, 2008; MENDES, 2009). Além disso, 
os compostos fenólicos acumulados nos vacúolos dos idioblastos 
garantem também a manutenção do arcabouço celular e a integridade 
dos tecidos (RANDHIR; SHETTY, P.; SHETTY, K., 2002; CASTRO; 
MACHADO, 2006). Torna-se assim, vantajoso para a planta sob 
estresse, deslocar estes metabólitos da raiz para a lâmina foliar, já que 
este é o local que possui altas taxas de absorção de água e nutrientes nas 
gramas marinhas e, portanto, o local de maior contato com o agente 
estressor (FERREIRA et al., 2015). Esta transferência mostra a 
importância da ação dos compostos fenólicos tanto no estresse 
hipersalino quanto no hiposalino. 
O aumento considerável na concentração dos compostos 
flavonólicos, os quais fazem parte do grupo dos fenólicos, na lâmina 
foliar das amostras da salinidade 25, pode estar servindo também como 
agente atenuante na produção de EROs sob esta condição de estresse 
salino. O aumento nas taxas de flavonoides também foi percebido em 
plantas de arroz sobre estresse salino (CHUTIPAIJIT; CHA-UM; 
SOMPORNPAILIN, 2009). Os flavonoides têm um grande potencial 
para reduzir a geração de EROs, uma vez que executam funções 
antioxidantes (CHUTIPAIJIT; CHA-UM; SOMPORNPAILIN, op. cit.). 
Estes flavonoides estão localizados no interior ou na proximidade de 
centros de geração de EROs em plantas severamente estressadas, sendo 
também encontrados no cloroplasto, o que sugere um papel como 
agentes de limpeza de EROs e estabilizadores de membrana (AGATI et 
al., 2012). Os experimentos de Felix et al. (2014), mostraram que na 
alga vermelha Pterocladiella capilácea (S.G.Gmelin) Santelices & 
Hommersand cultivada em salinidade 35, o teor de flavonoides foi 
menor quando comparado com o da alga submetida a condições de 
estresse (25 ou 45), em que a produção de flavonoides foi elevada. 
Salinidades baixas ou altas são condições de estresse, que é atenuado 
pela produção deste composto antioxidante. 
O estresse hipersalino não levou ao aumento na concentração dos 
compostos flavonólicos na lâmina foliar da espécie em estudo, no 
entanto, levou ao aumento na produção de AGPs no citoplasma e 
membrana plasmática neste órgão. Possivelmente, na membrana 
plasmática destas amostras sob estresse hipersalino, estas proteínas estão 
servindo como uma almofada periplasmática, estabilizando a membrana, 
que está submetida à alta pressão hidrostática interna devido ao estresse 
osmótico. Também devem agir como uma zona tampão e protetora da 
membrana (SEITZ et al., 1999; SERPE; NOTHNAGEL, 1999), visto 
que as AGPs estão impedindo, ainda, a interação direta da membrana 
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plasmática com a parede celular (TOYODA et al., 2003). Na membrana 
plasmática as AGPs são ligadas por meio de âncoras lipídicas (OXLEY; 
BACIC, 1999; SHERRIER; PRIME; DUPREE, 1999; SVETEK; 
YADAV; NOTHNAGEL, 1999). Quando ligadas a estas âncoras, as 
AGPs ficam localizadas na região periplasmática, entre a membrana 
plasmática e a parede celular (LAMPORT; KIELISZEWKSI, 2005), 
estabilizando assim a membrana plasmática quando submetida a estresse 
osmótico (SEITZ et al., 1999; SERPE; NOTHNAGEL, 1999). 
Possivelmente então, na região de grande retração da membrana 
plasmática das amostras da salinidade 45, as quais foram observadas em 
MET, encontram-se ali as AGPs. Estudos sugerem também o 
envolvimento das AGPs na formação dos feixes vasculares (SERPE; 
NOTHNAGEL, 1996; GIRAULT et al., 2000). Na presente 
investigação, todas as amostras analisadas apresentaram AGPs nos 
feixes vasculares, sem diferenças entre as amostras cultivadas nas 
diferentes salinidades, indicando que a formação de feixes vasculares 
não está relacionada com a variação de salinidade.  
O estresse salino altera a composição iônica do estroma dos 
cloroplastos afetando as cargas na superfície da membrana dos 
tilacoides, além do próprio efeito do Na+, contribuindo para a sua 
desorganização (MARCONDES; GARCIA, 2009). No presente estudo, 
em nenhuma das amostras analisadas observou-se desorganização dos 
tilacoides, nem mesmo nas amostras da salinidade 45. A principal 
variação ultraestrutural percebida foi o aumento na quantidade de 
tilacoides por granum nos cloroplastos da epiderme foliar dos espécimes 
da salinidade 45. Foi observada também a presença de um maior número 
de plastoglóbulos nestas amostras. Segundo Bréhélin, Kessler e van 
Wijk (2007), plastoglóbulos são partículas lipoproteicas localizadas nos 
plastídios e estão diretamente relacionados à síntese e ao 
armazenamento dos tocoferóis antioxidantes. Sob condições de estresse 
oxidativo, os tocoferóis armazenados nos plastoglóbulos são 
encaminhados às membranas tilacoides para eliminar as EROs. Assim, o 
número de plastoglóbulos aumenta durante o estresse, como observado 
nas amostras cultivadas na salinidade 45. 
O aumento no número de tilacoides pode estar relacionado a um 
sistema de compensação, já que houve uma alteração na quantidade de 
cloroplastos por célula epidérmica, com diminuição significativa nas 
amostras da salinidade 45. Iyer e Barnabas (1993) também perceberam 
uma diminuição de cloroplastos epidérmicos nas amostras de Z. 
capensis quando expostas a níveis mais altos de salinidade (60). O 
estresse salino pode alterar a capacidade fotossintética nas gramas 
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marinhas (RALPH, 1998; MURPHY; KINSEY; DURAKO, 2003; 
KOCH et al., 2007a,b), corroborando com os dados encontrados no 
presente estudo. A menor quantidade de cloroplastos observada nas 
mostras da salinidade 45 é refletida nas análises bioquímicas dos 
pigmentos fotossintetizantes, nas quais foi verificada uma menor 
concentração de clorofila a e b. Nas análises da autofluorescência dos 
cloroplastos foram observadas também muitas células com baixa 
intensidade de fluorescência. Isto indica que, além da diminuição do 
número de cloroplastos, houve também uma diminuição nítida das 
clorofilas nos cloroplastos existentes. Estas análises confirmam que o 
estresse osmótico das plantas submetidas a 45 de salinidade afeta o 
sistema fotossintético. Declínio no teor de clorofila também foram 
percebidos por Van Katwijk et al. (1999) no estudo da grama marinha Z. 
marina L. submetida a aumentos na salinidade do meio. O impacto 
hiperosmótico sobre os pigmentos fotossintéticos é substancialmente 
mais severo do que nos tratamentos hipoosmóticos (RALPH, 1998). 
A maior concentração de carotenoides nas amostras da salinidade 
controle (35), sendo o dobro em relação às amostras do ambiente e da 
salinidade 45 e quase três vezes mais em relação às amostras da 
salinidade 25, indica que os carotenoides de H. wrightii, sob estresses 
acumulativos, não conseguem manter sua concentração nas células. β-
criptoxantina foi encontrada somente na salinidade 45, sugerindo que 
este carotenoide esteja envolvido diretamente com o estresse salino. 
Por meio da análise das absorbâncias de degradação do MTT, 
observa-se que há uma grande atividade metabólica nas folhas, uma vez 
que, os maiores valores foram encontrados na lâmina foliar, chegando a 
ser, em alguns casos, dez vezes maior na lâmina foliar do que no rizoma. 
As análises também revelaram que a grama marinha H. wrightii 
submetida à salinidade 35 possui alta viabilidade celular, sendo maior 
até mesmo que nas amostras do ambiente, indicando que estas amostras 
estavam bem adaptadas ao ambiente de cultivo. O estresse hipo e 
hipersalino diminuiu a viabilidade celular nas amostras, sugerindo que a 
espécie tem susceptibilidade mitocondrial a variações de salinidade. As 
amostras do ambiente também apresentaram valores baixos de 
absorbância de degradação do MTT. Estas plantas, no ambiente, estão 
sujeitas, com frequência, a variações de salinidade no Canal, decorrentes 
das marés e da precipitação atmosférica, além de outras intempéries 
estressantes, e isto deve ter influenciado para diminuir sua viabilidade 
celular.  
A presente investigação mostrou que a espécie H. wrightii 
apresenta diversas alterações citológicas e bioquímicas como resultado 
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da adaptação ao estresse salino, tanto hipo quanto hipersalino. Estas 
alterações ocorreram na raiz e, em maior escala, na lâmina foliar. Na 
raiz, a salinidade 45 levou a um aumento na camada exodérmica, na 
quantidade de pelos radiculares e polissacarídeos ácidos. Já na lâmina 
foliar, local de maior atividade metabólica, houve adaptações tanto paro 
o ambiente hipo quanto hipersalino. Dentre as alterações bioquímicas 
para adaptação ao ambiente hiposalino destacam-se: aumento na 
concentração citoplasmática de açúcares totais dissolvidos, compostos 
fenólicos totais e flavonólicos. Para a adaptação ao ambiente hipersalino 
observou-se: aumento na quantidade de hidropótios, aumento na 
concentração citoplasmática de açúcares totais dissolvidos, AGPs e 
compostos fenólicos, sendo os compostos fenólicos encontrados também 
impregnados nas paredes celulares e as AGPs encontradas na membrana 
plasmática. 
De acordo com os padrões de ordenação entre os espécimes de H. 
wrightii, as amostras da salinidade 25 estão entre as amostras das 
salinidades 35 e 45, tendo mais caracteres em comum com as amostras 
da salinidade 45. Isto mostra como o estresse, tanto hipo quanto 
hipersalino, causam algumas modificações semelhantes em H. wrightii, 
que no caso do presente estudo esta semelhança se deu principalmente 
devido ao aumento das concentrações de compostos fenólicos e açúcares 
dissolvidos nas lâminas foliares. No entanto, os resultados da ACP 
também mostram um maior afastamento das amostras da salinidade 45 
em relação às amostras controle (salinidade 35), isto porque, como já 
descrito, houve maiores modificações nas amostras da salinidade 45 do 
que nas amostras da salinidade 25 para adaptação ao estresse salino, ou 
seja o estresse hipersalino ocasiona  maiores alterações na espécie H. 
wrightii do que o estresse hiposalino. 
Avaliar os efeitos da salinidade sobre gramas marinhas é 
fundamental para compreender a sua ocorrência, distribuição, 
abundância e desempenho em sistemas estuarinos. A espécie H. wrightii 
pode sobreviver a uma variação de salinidade de 25 a 45 por pelo menos 
três semanas. Isto demonstra que esta espécie apresenta propriedades 
adaptativas importantes, que podem ser utilizadas para manejo e 
recuperação de áreas que apresentaram perdas significativas de gramas 
marinhas em função de mudanças na salinidade local. Contudo, será 
necessária uma compreensão maior dos efeitos da mudança da 
salinidade sobre a germinação das sementes, formação dos propágulos, 
fotossíntese e biomassa desta espécie. Precisa-se também de uma 
avaliação mais profunda analisando outros estressores em associação 
com a salinidade, como por exemplo, temperatura e poluição, além de 
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um tempo maior de cultivo para avaliar melhor a taxa de crescimento da 
espécie. 
 Apesar de possuir grande plasticidade fenotípica às diferentes 
salinidades propostas neste estudo, a viabilidade celular de H. wrightii é 
reduzida nas salinidades 25 e 45. Dentre estas, a salinidade 45 causou 
maior impacto sobre a ultraestrutura foliar da espécie, especialmente no 
que se refere ao número de cloroplastos das células epidérmicas foliares, 
além de ter causado grande diminuição na quantidade dos pigmentos 
fotossintetizantes e das proteínas nas lâminas foliares. Isto indica que H. 
wrightii tolera melhor salinidades inferiores a 35 do que salinidades 
acima deste valor. Assim, sugere-se que aumentos perenes na salinidade 
de ambientes marinhos podem alterar negativamente a ocorrência de H. 
wrightii, que consequentemente, podem influenciar diretamente a biota 
local e regional e a geomorfologia costeira. 
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